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Denne  ph.d.  afhandling  beskriver  et  studium  i  anvendelsen  af  magnetiske 
adsorbentpartikler  som  et  relevant  værktøj  med  avancerede  anvendelsesmuligheder 
inden  for  manipulationer  af  proteiner.  Teknikken  med  anvendelse  af  magnetiske 
adsorbentpartikler  og  den  tilhørende  magnetiske  separation  går  under  fælles‐
betegnelsen High Gradient Magnetic Fishing,  forkortet HGMF. Tidligere studier i HGMF 
har  primært  været  rettet  mod  undersøgelser  af  anvendelsesmulighederne  inden  for 
oprensning  af  proteiner  fra  såkaldte  beskidte  kilder,  eksempelvis  celle  lysater.  I  disse 
studier er det vist, at teknikken udgør et særdeles attraktivt alternativ til mere gængse 
oprensningsmetoder, som oftest kræver langt flere procestrin. Men teknologien rummer 
et  endnu  større  potentiale  inden  for  såkaldte  nedstrømsprocesser,  som  udover  selve 
oprensningen også dækker de efterfølgende trin som fører til det endelige produkt.  
Fokus  i  denne  afhandling  har  været  at  benytte  eksisterende  typer  af  magnetiske 
adsorbentpartikler og  tilhørende magnetisk separationsteknologi  som udgangspunktet 
for  undersøgelser  af  teknologiens  anvendelse  i  avancerede  og  komplekse  processer 
beregnet  på manipulation  af  proteiner. Med  udgangspunkt  i  tre  studier med  stigende 
kompleksitet  undersøges  mulighederne  for  at  anvende  magnetiske  partikler  og  den 
skalerbare  HGMF  teknologi,  som  metode  til:  (1)  stabilisering  af  proteiner  under  en 
gæringsproces,  (2)  kontrol  af  modifikation  af  proteiner  under  en  semi‐kontinuerlig 
proces samt (3) som potentielt ”håndtag” under samling af et protein kompleks. 
I det første kapitel introduceres konceptet omkring magnetiske adsorbentpartikler og 
HGMF,  og  der  gives  en  kortfattet  og  relevant  beskrivelse  af  den  teknologiske  status 
indenfor  området,  og  dette  efterfølges  af  baggrundsinformation  knyttet  til  de 
efterfølgende forskningskapitler. 
Det  andet  kapitel  beskriver  en  undersøgelse  af  hvorledes  HGMF  kan  benyttes  til 
stabilisering af proteiner under en gæringsproces, og er i sin natur en forlængelse af de 
eksisterende  demonstrerede  anvendelsesmuligheder  indenfor  direkte  oprensning. 
Nedbrydning af peptidbaserede produkter, som et resultat af protease aktivitet under og 
efter  gæringsprocessen,  medfører  forringet  kvalitet  og  lavere  produktudbytte. 
Traditionelt anvendte metoder beregnet på at omgå problemet involverer tilsætning af 
protease  inhibitorer, ændrede  vækstbetingelser  eller  genetiske modifikationer.  I  dette 
‐ ii ‐ 
 
kapitel  demonstreres  et  alternativ  til  disse‐  fremgangsmåder  gennem  anvendelse  af 
magnetiske adsorbentpartikler og HGMF‐teknologien. En gæringsproces med bakterien 
Bacillus licheniformis, hvor modelproteinet bovine serum albumin (BSA) tilsættes, viste, 
at  magnetiske  adsorbentpartikler  med  den  kovalente  bundne  protease  inhibitor 
bacitracin  kan  benyttes  til  direkte  in  situ  indfangning  af  proteasen  under  selve 
gæringsprocessen.  Undersøgelsen  omfattede  både  vækstkulturer  dyrket  i  flasker  og  i 
bioreaktorer, og viste entydigt, at behandlingen havde en kraftigt forbedrende effekt på 
stabiliteten  af  BSA.  Samtidigt  blev  der  ikke  konstateret  nogen  negativ  påvirkning  af 
væksten, og målinger viste, at bakterien fortsatte produktionen af proteaser således, at 
flere behandlinger var nødvendige for at holde protease‐aktiviteten på et lavt niveau. 
Kapitel  tre  omhandler  udviklingen  af  en  semi‐kontinuerlig  proces  til  PEGylering  af 
proteiner  gennem  anvendelsen  af  magnetiske  adsorbentpartikler.  PEGylering  er  en 
proces,  hvorved  kæder  af  polyethylenglycol  (PEG)  kovalent  kobles  til  overfladen  af 




farmakologisk  profil,  herunder  længere  forlænget  blodcirkulation  og  reduceret 
immunogenicitet.  PEGylering  skal  foretages  efter  oprensningen  af  proteinet  og 
gennemføres  traditionelt  som  en  portionsproces  (batch)  af  frie  proteiner  i  opløsning, 
hvilket  resulterer  i  dannelsen  af  flere  typer  af  PEG‐modificerede  produkter.  Denne 
fremgangsmåde  resulterer  således  i  et  blandet  produkt med  varierende  aktivitet,  som 
følge  af  et  forskelligt  antal  koblede  PEG  grupper,  og  den  efterfølgende  oprensning  er 
kompliceret og kræver mange procestrin. 
I det tredje kapitel demonstreres HGMF som et potent alternativ til den traditionelle 
fremgangsmåde,  gennem  konstruktionen  af  en  semi‐kontinuerlig  PEGylering  proces 
baseret  på  anvendelsen  af  magnetiske  adsorbentpartikler.  Processen  dækkede 
absorption  af  trypsin  via  benzamidine  kovalent  koblet  til  magnetiske 
adsorbentpartikler, den efterfølgende PEGyleringsproces og den afslutning oprensning. 
Det bliver demonstreret hvorledes antallet af koblede PEG grupper kan kontrolleres, og 




I  det  fjerde  kapitel  øges  kompleksiteten  yderligere  og  HGMF  teknologien  forsøges 
anvendt  som  platform  for  samling  af  en  proteinbaseret  nano‐motor.  Som 
demonstrationsmodel anvendes domænet F1 fra ATP syntasen, som under hydrolyse af 
ATP  roterer  360°.    I  dette  studie blev  de  relevante  proteiner  som udgør  F1‐ATPasen  i 





  I  det  sidste  kapitel  gives  en  generel  konklusion  af  det  beskrevne  arbejde  med 













during  downstream  processing,  as  a  substitute  for  chromatography  with  difficult  to 
handle  feedstocks.  However,  the  magnetic  attractability  of  the  adsorbent  is  a  unique 
extra property that could potentially be used for manipulating and controlling proteins 
during  a  range  of  new  downstream  and  bioprocessing  tasks.  Downstream  processing 
encompasses not only purification, but the steps that follow until the final product has 
been  produced.  The main  focus  of  this  study  has  been  to  employ  currently  available 
magnetic  particle  and  separation  technologies  in  three  proof‐of‐concept  studies  to 
explore  the  potential  of  magnetic  adsorbents  as  the  basis  for  advanced  and  difficult 
downstream  processing  tasks.  The  studies  build  progressively  in  complexity  and  in 
distance  from the  fermenter,  starting with extension of high‐gradient magnetic  fishing 
(HGMF)  to  a  new  application  for  fermentation  broth  stabilisation,  to  the  controlled 
chemical  modification  of  proteins  in  a  semi‐continuous  process,  and  to  finish  with 
examining the potential of magnetic adsorbents for providing a platform for assembly of 
protein complex based nano‐motors for the burgeoning nano‐bio field.  
The  first  chapter  of  the  thesis  is  a  brief  introduction  to  magnetic  particles  for 
biotechnology and the concept of HGMF, and gives a brief review of the current status of 
the technology which is relevant to the current work. This is followed up by background 
information  on  the  chemical  modification  of  proteins  by  polyethylene  glycol 
(PEGylation), and the concept of  the nano‐engine. The chapter  finishes by defining the 
aims of the work and the scope of the thesis.  
 The  first  research  chapter  examines  an  extension  of  the  use  of magnetic  supports 
from protein purification, which has been the application most studied in a bioprocess 
context.  The  new  use  examined  for  HGMF  is  stabilizing  poly  peptides  during  a 
fermentation process. Proteolytic degradation of extracellular proteins during, and even 
after  the  fermentation process,  leads  to decreased quality of  the product  and  lowered 
yields. Traditionally  the problem is overcome by addition of  inhibitors, altered growth 
conditions  or  through  genetic  engineering.  However,  it  is  shown  in  this  chapter  that 
HGMF  can  be  used  directly  in  situ  with  the  fermenter  to  stabilise  a  model  protein 
‐ vi ‐ 
 
(bovine  serum  albumin)  which  is  added  to  Bacillus  licheniformis  fermentations. 
Bactracin coupled magnetic particles are added directly to shake flask cultivations and 
fermentations  in  bioreactors  and  then  removed  by HGMF  processing,  after which  the 
fermentations  continue. No  deleterious  effects  of  the magnetic particles  are  observed, 
and  indeed  the cells continue  to produce proteases.  It  is  shown that  further rounds of 





surface  of  proteins.  The  procedure  is  used  to  alter  properties  such  as  solubility  and 
stability.  PEGylated  proteins  have  been  demonstrated  to  display  improved 
pharmakinetic  profiles,  including  prolonged  circulation  time  and  reduced 
immunogenicity  and  are  important  new  drug  types.  PEGylation  must  be  conducted 
during downstream processing after purification of  the protein. Normally  it  is done  in 
free solution, generating families of PEG‐conjugates, which may have different levels of 
activity and which must be subjected to multiple rounds of further purification. In this 
chapter,  it  was  shown  that  magnetic  supports  can  be  used  conveniently,  in  a  semi‐
continuous HGMF  based  process,  to  control  PEGylation  of  the  protein  and  to  simplify 
removal  of  unreacted  PEG.  The  process  was  done  at  small  scale  and  benzamidine 
derivatized  supports  were  used  to  continuously  and  reversibly  adsorb  the  protease 
trypsin,  protecting  the  active  site.  Continuous  PEGylation  followed  immediately,  and 
subsequently semi‐continuous HGMF processing. The types of PEG conjugates produced 
(i.e.  numbers  of  PEG  groups  attached)  could  be  tightly  controlled  by  the  process  and 
they were found to have higher enzymatic activity than those produced in free solution.   
The  final  research  chapter  pushes  the  envelope  for  the  use  of  HGMF  to  extreme 









capable  of  catalyzing  the hydrolysis  of ATP and has been  shown  to  rotate,  acting  as  a 
nano‐engine.  In  this  study  the  subunits  of  the  F1‐ATPase  were  successfully  cloned, 
overexpressed recombinantly and purified. Assembly  in  free solution to give active F1‐
ATPase from the individual subunits was first demonstrated. Subsequently evidence for 
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High  Gradient  Magnetic  Fishing  (HGMF)  is  an  integrated  process  which  uses 
functionalized  non‐porous  micron‐sized  superparamagnetic  adsorbents  to  recover 
macromolecules directly from biological feed stocks. Since the introduction of the term 
by Hubbuch et  al.  (2001) who demonstrated  the direct  recovery of  Savinase  from cell 
free  fermentation  broth,  several  other  reports  have  been  published  describing  the 
potential  of HGMF  as  a  powerful  and  highly  versatile  generic  downstream processing 
tool.  These  include  recovery  of  solubilised  inclusion  bodies  from  disrupted  bacterial 
cells, enzymes from cheese whey and porcine pancreatin, antibodies from blood plasma 
and  Lectins  contained  in  plant  extracts  (Gomes,  2006;  Heebøll‐Nielsen  et  al.,  2003; 
2004a; 2004b; Hubbuch and Thomas, 2002, Meyer et al., 2004).  
The unique property of HGMF is the ability to process crude colloidal liquids and this 
is  due  to  the magnetic  properties  of  the  adsorbents  used, which  after  loading,  can  be 
selectively removed from suspensions using High Gradient Magnetic Separation (HGMS) 
(Hubbuch,  2000).  During  traditional  downstream  processing  of  bio  feedstocks  it  is 
usually  necessary  to  perform  one  or  more  pre‐treatment  steps  (e.g.,  filtration, 
centrifugation, precipitation) to remove suspended particles or colloidal materials prior 
to purification using conventional packed bed chromatography. However, as this is not 
required  for HGMF,  several  unit  operations may  be  circumvented  thus  reducing  costs 
and loss of product (Franzreb et al., 2006; Hubbuch, 2000; Hubbuch and Thomas, 2002).  
In addition  to  the original purpose of HGMF as a purification  tool,  the potential of  the 
method for other processes has begun to be realised and over the last couple of years. It 
has  been  demonstrated  as  an  excellent  method  of  controlling  tryptic  hydrolysis  of 
proteins  and  even  for  continuous  protein  refolding  and  capture  (Ferre,  2005;  Gomes, 
2006; Petersen, 2007).  In the area bordering HGMF, magnetic particles combined with 
HGMS have also been demonstrated as a means of sorting cells and cell organelles, and 







A magnetic  fishing process consists of  two simple steps which  involve addition and 
adsorption  (part  I)  followed  by  separation, washing  and  elution  (part  II)  (figure  1.1). 
Adsorption of  the protein target to  the added adsorbents usually occurs relatively  fast 
(within  minutes)  as  the  magnetic  particles  are  non‐porous.  It  is  carried  out  under 
conditions  which  favour  binding  (e.g.  pH,  temperature,  salt  types  and  concentration 
etc.).  After  successfully  performing  the  first  part  of  the  process,  the  next  step  is  to 
separate and recover the support (and thus the adsorbed protein) from the suspension. 
This  may  be  achieved  using  a  simple  bar  magnetic  (figure  1.1)  or  a  HGMS  system. 






step.  If  a  high‐gradient  magnetic  separator  is  used  to  handle  the  magnetic  supports 




Figure  1.1:  Principle  steps  of 
Magnetic  Fishing.  Two  serial  steps 
are  employed:  (A)  Non  porous 
magnetic adsorbents are added to the 
solution  containing  the  protein  of 
interest  and  incubated  to  achieve 
adsorption.  (B)  Following  adsorption 












When combined with a recycle  loop,  it  is possible to wash, elute and regenerate the 








Figure  1.2:  Schematic  of  a 
typical  high­gradient magnetic 
separation  system.  MF: 
Magnetic  filter,  FC:  Fraction 
Collector,  PP:  Peristaltic  Pump, 
WB: Washing  Buffer,  EB:  Elution 
Buffer  container,  RL:  Recycle 
Loop  and  BR:  Batch  adsorption 




target  protein  (P),  together with  ligands  (L)  coupled  to  the  support,  forms  a  complex 
(PL) governed by an equilibrium constant (k) (equation 1.1, 1.2) 
ሾܲሿ ൅ ሾܮሿ   ֎   ሾܲܮሿ  (1.1)
݇ ൌ   ሾܲܮሿሾܲሿ ൅ ሾܮሿ  (1.2)




interaction  (binding  site),  however  this  assumption  is  rarely  fulfilled  in  the  case  of 
proteins,  and adsorbents as  these  types of  system are somewhat more complicated as 




model  (equation  1.3)  still  provides  a  practical  and  fairly  reasonable  approach  to 
quantitatively determining the equilibrium state of adsorption by HGMF‐type supports 
(Franzreb et al., 2007).  
ܳכ ൌ  ܳெ௔௫ ·   ܥ
כ
ܥכ ൅ ݇ௗ  (1.3)
Q* describes  the equilibrium  loading of protein on  the magnetic supports, C* refers  to 
the amount of the target protein found in the supernatant after binding and QMax is the 
maximal  theoretical  loading  capacity  of  the  support.  The  dissociation  constant  (kd) 
describes the concentration of the unbound target protein in the supernatant at which 
half  the  binding  sites  on  the  support  are  occupied,  or  in  mathematical  terms:  Qkd  = 
½QMax.  However,  kd  also  describes  the  stability  of  the  complex  formed  between  the 
target  protein  and  the  ligand  Thus  the  lower  the  kd,  the  steeper  the  batch  binding 
isotherm,  the  more  stable  the  complex  and  the  greater  the  affinity.  One  of  the  most 
important and critical points in the binding step is the effectiveness of adsorption. This 
parameter  is  described  by  the  initial  slope  of  the  binding  isotherm,  which  may  be 
determined  by  dividing  the maximum binding  capacity with  the  dissociation  constant 
(QMax/kd). The Langmuir parameters (QMax, kd, Qmax/kd) are naturally dependent on the 
protein/ligand  system  in  question,  but  kd  should  be  in  the  range  of  10‐6  –  10‐8  M  to 






during  downstream  processing  and  a  small  number  of  other  applications  have  been 
investigated  in  the  literature. One of  these  includes controlling  the hydrolysis of whey 
with added trypsin, by using HGMF to specifically remove the enzyme when the desired 




refolded  major  histocompatibility  complex  (MHC)  class  I  protein  complexes  has  also 
been  reported  (Ferre,  2005).  Furthermore,  the  PEGylation  of  proteins  temporarily 
immobilised  on  magnetic  adsorbents  was  investigated  by  Petersen  (2007)  in  batch 
reactions.  The  ability  to  swiftly  replace  buffers,  reagents  and  carry  out washing  steps 
without the loss of bound product, makes magnetic supports and HGMF an exciting new 
technology.  It  could  potentially  serve  to  overcome many  problems  encountered  using 
more  traditional  unit  operations,  such  as  batch  reactions  in  free  solution,  or  on  solid 
supports  in  packed  beds,  or  on  dispersed  conventional  solid  supports  that  must  be 





With  the  exception  of  the  study  by  Ferré  (2005),  all  investigations  using magnetic 
supports and HGMF have been conducted as batch‐wise procedures in which a defined 
volume was processed by the HGMF system in a stepwise manner. This includes the so‐
called  ‘semi continuous’ processes of e.g. Gomes  (2006)  in which  the adsorption steps 
were conducted batch‐wise. This is despite the finding by Ferré (2005) that proteins can 
be bound to magnetic particles in continuous pipe reactors with defined residence times 
for  unlimited  time  (in  theory).  The  main  reason  for  the  lack  of  a  truly  continuous 
magnetic particle based bioprocess has been the limitations of the classical approach to 
magnetic  particle  separation,  which  has  been  based  on  the  use  of  HGMS  using  filter 
canisters,  which  have  limited  capacities.  However,  as  HGMS  technology  is  also  being 
developed, new approaches to the capture of magnetic supports are emerging. One very 
promising  example  of  this  is  described  by  Stolarski  et  al.  (2008),  which  uses  a 
centrifugal approach to the challenge of magnetic separation, which allows continuous 
processing and theoretically unlimited capacities. Given the promise of truly continuous 
magnetic  particle  handling,  it  is  thus  timely  to  investigate  new  applications  of  the 
supports, which can solve current bioprocess and downstream processing problems as 






Expression  of  recombinant  proteins  is  not  a  trivial matter  and  in  order  to  succeed 
several issues have to be carefully considered. Commonly confronted questions such as 





preferred.  From  the  perspective  of  product  yield,  bacterial  systems  present  the  best 
choice,  however  a  common  problem  encountered  in  these  systems  is  the  presence  of 
extracellular  proteolytic  activity  originating  from  the  organism.  Examples  in  the 
literature  describing  the  problem  include  ‐amylase  production  by  Bacillus  subtilis 
(Nurmatov  et  al.  2001),  lipase  production  by  Acinetobacter  calcoaceticus  (Kok  et  al., 
1996) and recombinant human growth hormone by Bacillus brevis (Kejino et al., 1997). 
It  may  thus  be  beneficial  to  remove  troublesome  proteases  directly  from  the 
fermentation broth during the cultivation. Given that the recovery of magnetic supports 




protein  binding  capacity  of  the  current  state  of  the  art  (being  a  function  of  both  the 





unclear  how  the  fermentation  kinetics  are  affected.  Furthermore,  given  that 






The  phrase  PEGylation  is  used  to  describe  a  process  by which  polyethylene  glycol 
(PEG) is covalently attached to the proteins and has become one of the most successful 
methods by which properties like solubility, stability and even immunogenicity may be 
improved.  The  term  PEGylation  was  originally  defined  in  the  1970’s  as  a  process  by 
which chains of polyethylene glycol are covalently attached to drug molecules, however 












When  administrated  intravenously,  PEG  below  400  Da  is  degraded  by  alcohol 
dehydrogenase  into  toxic  metabolites,  however  in  sizes  above  1000  Da,  PEG  is 
considered safe. For example as much as 16 g per kg weight of a 10% solution of 4000 
Da PEG can be safely administrated intravenously to rats, guinea pigs and monkeys, and 
has  therefore  been  approved  by  the  U.S.  Food  and  Drug  Administration  (FDA)  for 
internal  consumption.  For  sizes below 20 kDa,  PEG  is  cleared  from  the blood without 
structural changes by the kidneys and excreted in the urine, while sizes above that are 
only slowly removed in both urine and feces (Roberts el al., 2002, Kodera et al., 1998).  
Even  more  interesting  to  the  pharmaceutical  industry  is  the  observed  improved 
pharmakinetic  properties  of  PEGylated  proteins,  including  extended  life  span  in  the 
circulation  and  reduced  drug  elimination.  It  is  believed  that  the  improved  properties 
result  from  the  increase  in molecular  size  of  the  drug,  which  causes  slower  systemic 




caused  by  steric  hindrance.  Furthermore  highly  PEGylated  drugs  may  initially  be 
administered  in  an  inactivate  state  and  gradually  become  active  as  PEG  groups  are 
hydrolysed  off  the  compound,  resulting  in  a  controlled  drug  release  and  a  prolonged 
drug profile (Hamidi et al., 2006). 
 PEG  is only weakly  immunogenic even at high molecular weights, and even though 





 The  general  formula  of  PEG  is  HO‐(CH2CH2O)n‐OH,  and  the  PEG  polymer  is 
synthesized  by  an  anionic  ring  opening  polymerization  reaction  of  ethylene  oxide  by 
nucleophilic attack of hydroxide ion on the epoxide ring. In order to couple PEG to the 




the  choice  of  PEG  for  protein modifications  is  monomethoxy  polyethylene  glycol  (i.e. 
mPEG), which has one terminal hydroxy‐group exchanged with a methoxy–group, which 
avoids  cross‐linking  of  PEG  chains  during  their  attachment  to  proteins.  The  general 
structure of mPEG is CH3O‐(CH2CH2O)n‐OH, and in this case the reaction is  initiated by 
methoxyl‐ions  (Roberts  et  al.,  2002).  Compared  to  other  polymers,  PEG  can  be 
synthesized in a fairly narrow size distribution. However PEG is still polydispersed, with 
Mw/MN  ratios  from  1.01  for  low  molecular  weight  polymers  up  to  around  a  few 
thousand Da,  to  1.1‐1.2  for  sizes  above  20,000 Dalton  (Roberts  et  al.,  2002; Veronese 
2001). An  example  of  the  polydispersity  of  activated PEG measured by MALDI TOF  is 
shown in figure 1.3A.  
 PEG  groups  can  be  attached  to  poly  peptides  through  several  amino  acid  residues 
including  serine,  threonine,  tyrosine,  cysteine,  histidine,  arginine,  aspartic  acid  and 
glutamic acid, however the most common choice  is via the ‐amine found in the  lysine 





primary  sequence,  any  random  PEGylation  reaction  will  result  in  a  heterogeneous 




primary  amines  and  are  succinimidyl  carbonate  (SC‐PEG)  (figure  1.3B)  and 
benzotriazole carbonate (BTC‐PEG), which both form carbamate bonds between the PEG 
molecule  and  the  poly  peptide.  Under  slightly  acidic  conditions  histidine  and  tyrosine 
may  also be  targeted. Both  SC‐PEG and BTC‐PEG are  subject  to hydrolysis  in  aqueous 
solution, and at pH 8 and 25°C the half‐life is approximate 20 minutes for SC‐PEG and 14 
minutes  for  BTC‐PEG  (Roberts  et  al.,  2002).  To  improve  the  performance  of  the 
PEGylation  process,  novel,  so  called  “second  generation”  chemistries  have  been 
developed.  One  of  the  first  to  be  introduced  was  mPEG‐propionaldehyde,  which  is 






One of  the key  challenges  connected with  the PEGylation process  is  controlling  the 
number  of  positional  isomers  and  retaining  activity  of  the  processed  conjugates.  The 
conventional  approach  to  PEGylation  is  based  on  a  batch‐type  procedure  using  freely 
suspended  protein.  This  approach  provides  an  efficient  process;  however  a  major 
drawback is the inability to control the reaction, which leads to families of products with 
too  few or  to many attached PEG groups.  In addition  to  this, a common phenomena  is 
loss of activity of the conjugates formed due to PEGylation in and around the active site, 
as  well  as  subsequent  problems  during  separation  of  conjugates  from  unPEGylated 
proteins and excess unreacted PEG.  
Work aimed at solving the separation issues has been published using various types 










the  ligand  benzamidine  could  protect  the  activity  of  the  enzyme  during  a  PEGylation 
procedure. Studies of PEGylation of human serum albumin and staphylokinase adsorbed 




in  a  proof‐of‐concept  study  by  Petersen  (2007)  in  which  two  model  systems  were 
evaluated in batch‐wise reactions. While the study of PEGylation of savinase reversibly 
immobilized  on  bacitracin  derivatized  magnetic  supports  was  unsuccessful,  a 
completely different result was obtained for the study of trypsin bound to benzamidine 
linked magnetic particles. The results clearly demonstrated  that  the  formation of PEG‐
conjugates  could  be  controlled  in  batch  reactions  by manipulating  the  protein  on  the 
magnetic  support  with  a  bar  magnet.  It  was  found  that  enzyme  activity  could  be 
protected and  it was also  shown  that  the  removal of  excess unreacted PEG was easily 
carried out, due to the unique magnetic properties of the support. The results presented 
by Petersen (2007) can serve as the starting point for further work to develop a semi‐
continuous  and  scalable  PEGylation  process.  The  SC‐mPEG  used  in  this  study  had  an 
























as  undulipodium  or  9+2  organelles  and  are  only  associated  with motile  bacteria  and 
highly  specialized  eukaryotic  cells.  The  F1‐ATPase  on  the  other  hand,  is  found 
everywhere  in nature and plays a key  role  in  the production of ATP driven by energy 
harvested from the chemical gradient created by oxidative phosphorylation (Kinosita et 
al., 1998). Since  the discovery of ATP by  the German chemist Karl Lohnmann  in 1929, 
and the work carried out by Herman Kalckar (Kalckar, 1937) who established the  link 
between  cell  respiration  and  the  ATP  synthase,  the  complex  has  been  the  focus  of 
numerous studies. Today, high resolution structural information along with biochemical 
and mechanical  studies has made  it  possible  to  gain great  insight  into  the mechanism 
behind this intriguing complex. 
 Structurally  the ATP  synthase  complex  consists  of  20  or more  individual  subunits, 
depending  on  the  organism,  and  is  traditionally  divided  into  two  highly  distinct  sub‐
domains  designated  FO  and  F1  (Pedersen  et  al.,  2000). When  deattached  from  the  FO 
membrane‐embedded  subdomain,  the  membrane  peripheral  F1  subcomplex  can 
function  as  a  rotary  molecular  motor  driven  by  the  hydrolysis  of  ATP.  A  direct 
observation  of  the  rotation  of  the  F1‐ATPase  was  published  in  1997  by  Noji  and  co‐
workers, who demonstrated  that  the central ‐subunit rotates against  the surrounding 
 structure at an average rate of 1.3 revolutions per second resulting in torque equal to 
40 pNnm (Noji  et  al.,  1997).  Later  studies  revealed  that  the  conversion of  the  energy 












synthase,  as  well  as  the  growing  field  of  nano‐technology,  has  sparked  the  idea  of  a 
nano‐engine,  which  in  the  near  future  could  be  used  as  a  part  of  a  nano‐machine 
(Yoshida  et  al.,  2001)  (figure  1.4). When  the  burgeoning  fields  of  nano‐biotechnology 
and  synthetic  biology  start  to  gain momentum,  it  is  to  be  expected  that  efficient  and 
scalable processes for the manufacture of large amounts of complex bio‐based machines 
will  be  necessary.  A  magnetic,  non‐porous  solid  support  may  provide  a  convenient 
scaffold to assemble such bio‐based machines. The non‐porous nature would eliminate 
problems of diffusion limitations to the assembling complex, and simplify release when 
construction was  finished,  particularly  if  it was  large  and  cumbersome.  The magnetic 
properties  of  the  support would  allow  efficient  and  controllable manipulations  of  the 
complex, with different  reagents and building blocks,  and  the HGMF system permits a 
scalable and potentially continuous manufacturing process. Extensive studies of in vitro 







(B)  Figure  1.4:  The  rotation  of  the  F1­ATPase.  (A) 
Sequential  image  analysis  of  the  rotation.  The 
images were  obtained  at  33 ms  intervals  and  the 
size  of  the  actin  filament  which  can  be  seen  is 
approximately  5  µm.    (B)  The  experimental 
system used for the observation of the rotation 
of  the  F1­ATPase.  The  space‐filling  model  of  the 
F1‐ATPase  carrying  a  streptavidin  attached  actin 
filament  labeled  with  a  florescent  probe  (blue: , 
green: , magenta:  ,  brown:  streptavidin,  orange: 
actin  filament).  The  figure  is  reproduced  from 







The  broad  aim of  the work  presented  in  this  thesis  is  to  expand  the  application  of 
High Gradient Magnetic Fishing in the field of bio‐processing and advanced downstream 
processing.  Furthermore,  to  demonstrate  the  potency  of  magnetic  adsorbents  as  a 
versatile and generic means  for  the manipulation of proteins. This  is  to be done using 
three  different  studies  of  increasing  complexity,  each  exploring  the  potential  of  the 
technology in different applications, namely: 
    















































































































































































































Degradation  or  modification  of  products  during  fermentation  and  downstream 
processing is a problem that is often caused by the side activities of extracellular enzyme 
by‐products. One of the most common problems is the proteolytic cleavage of a protein, 
which  complicates  both  laboratory  and  industrial  scale  production  from  a  variety  of 
hosts and numerous examples of this abound in the literature. Bock et al (2006) found 
that  a  human  serum  albumin‐glucagon  like  peptide  1  fusion  protein  (HSA‐GLP1) 
suffered  from  undesired  proteolytic  degradation  when  expressed  from  their  usual 
platform  process.  These  workers  needed  to  develop  a  new  downstream  process 
specifically  to  reduce  protease  activity  beyond  detectable  levels  for  production  of 
clinical  material.  One  of  the  conclusions  of  Wang  et  al.  (2005)  in  their  review  of 
heterologous  protein  production  by  filamentous  fungi  is  that  despite  achievements 
using  molecular  tools,  protein  loss  caused  by  extracellular  protease  degradation 




sp.  decreased  with  increasing  protease  formation,  which  was  concluded  to  pose  a 
serious  limitation  on  the  efficiency  of  the  Cellulomonas  enzyme  production  system. 
During  the production of  extracellular  lipase  (LipA) by Acinetobacter  calcoaceticus,  an 
extracellular serine protease was found to be responsible  for degradation of the  lipase 
desired  (Kok et al.,  1996). Kichakova et al.  (1998) used B.  licheniformis  for ‐amylase 










To  avoid  proteolytic  degradation  of  a  product,  different  strategies  can  be 
implemented, e.g. construction of protease deficient strains (Idris et al., 2006; Kimura et 
al.,  2008),  direct  inactivation  of  the  proteases  present  in  the  fermentation  broth  or 
modification  of  the  cultivation  conditions  to  reduce  protease  formation  (Zhao  et  al., 
2008). However,  none  of  these  strategies  are without  drawbacks.  The  construction  of 
strains  deficient  in  unwanted  proteases  can  be  cumbersome  and  time  consuming. 
Furthermore the deletion of certain proteases can result in reduced product formation 
or even be detrimental for the growth of the organism (Teichert et al., 1989). Expression 
of  the  protein  of  interest  in  organisms  which  do  not  also  have  some  extracellular 
proteases may not be possible and for certain industries the use of GMO’s is simply not 
permitted. The standard practice of using chemically based protease inhibitors such as 
phenylmethylsulfonyl  fluoride  (PMSF)  when  using  Escherichia  coli  for  protein 
expression in the lab is not acceptable or possible at large scales due to toxicity. Peptide 
based  inhibitors  are  expensive  and  not  very  stable  in  fermentation  and  may  also  be 
poisonous  and  must  therefore  be  excluded  from  many  applications.  Modifying  the 
fermentation  conditions,  such  as  changing  temperature  and  pH  has,  in  some  cases, 




directly  from  the  broth  during  the  cultivation  using  High  Gradient  Magnetic  Fishing 
(HGMF), and we briefly introduced this recently (Ottow et al., 2007) as well as the use of 




proteases  are  removed  from  the  bioreactor.  The  fermentation  broth  with  cells  and 
product would pass straight through the filter and go back into the bioreactor allowing 
formation of the heterologous protein product to continue. If more undesired proteases 
were  produced  as  the  cultivation  continues,  the  cycle  can  be  repeated  until  the 



















Mikroorganismen  und  Zellkulturen  GmbH,  Braunschweig,  Germany).  The  enzymes 
Savinase  16L,  Type  EX  and  a  purified  Savinase  standard  were  kindly  donated  by 
Novozymes A/S (Bagsværd, Denmark). Subtilisin from B.licheniformis (CAS 9014‐01‐1) 
was  obtained  from  Sigma  Aldrich  (St.  Louis,  Mo,  USA).  All  other  chemicals  were  of 
analytical grade and purchased from Sigma, except where stated otherwise.  
2.2.2 Manufacture and characterisation of magnetic beads 




with  divinylsulfone  followed,  and  then  coupling  of  bacitracin  was  done  based  on 
standard procedures by Hermanson et al. (1992). For initial testing, a 100 mg batch of 
adsorbents  was  made.  The  procedures  were  subsequently  scaled  up  to  produce  9 
batches of adsorbents of 4 g each, which were tested and then pooled to give one 36 g 
batch for use in the fermenter.  
The  characteristics  of  the  magnetic  adsorbents  were  examined  by  constructing 
adsorption  isotherms at  room  temperature using  small‐scale batch binding  studies.  In 
initial studies, Savinase 16L, Type EX was employed.  Aliquots of  2 mg of beads were 
equilibrated two times in equilibration buffer (100 mM Tris‐HCl, 20 mM CaCl2, pH 7.5) 
in 2 ml  tubes  and magnetically  separated using  a 0.7 T neodymium bar magnet,  after 
which the supernatant was removed. Solutions of Savinase in equilibration buffer were 
prepared  and 1 mL  of  the  protease was  added  to  the magnetic  adsorbents  to  give  an 
enzyme concentration of 0‐171 NPU(S)/ml (Novo Protease Units). Adsorption was then 
carried  out  for  0.5  h with  shaking  at 1000  rpm on  an  IKA‐VIBRAX‐VXR  shaker  (IKA 








The  binding  characteristics  of  the  magnetic  adsorbents  were  also  examined  in 
fermentation medium. This was  conducted  exactly  as described  above  except  that  the 





ZnSO4*7H2O  (7.2), MnCl2*4H2O  (10),  CuCl2*2H2O  (0.85).  For  all  adsorption  isotherms, 
the data was  fitted using  the Langmuir model  (Langmuir,  1918;  Franzreb  et  al,  2007) 





mg/L  MnSO4*H2O,  pH  7.0.  In  this  case,  0.9  mg  portion  of  bacitracin‐linked  magnetic 
adsorbents were washed three times with distilled and deionised water and added to 1 
ml  aliquot  of  BSA  (0.5  mg/mL)  in  the  medium.  After  0.5  h  of  binding,  the  magnetic 
adsorbents were separated and the supernatants analyzed for the concentration of total 
protein. 
The use of magnetic adsorbents  in a  fermentation broth requires  their sterilisation. 
Preliminary experiments  showed however,  that  the magnetic beads used  in  this  study 
cannot  be  sterilised  by  autoclavation.  The  bead  matrix  appears  to  be  damaged  and 













0.52  g/L  MgSO4·7H2O,  1.52  g/L  KH2PO4,  0.4  mg/L  CuSO4·5H2O,  0.04  mg/L 
Na2B4O7·10H2O, 0.8 mg/L FeSO4·7H2O, 0.8 mg/L MnSO4·2H2O, 0.8 mg/L Na2MoO4·2H2O 
and 8.0 mg/L ZnSO4·7H2O) and YPD medium (10 g/L yeast extract, 20 g/L peptone and 
20 g/L glucose). After 3 days of  incubation  there was no visible growth on any of  the 






two ways:  (1)  immediately  used  to  test  the  concept  of  HGMF  for  stabilising  protease 
sensitive proteins during cultivation in the Erlenmeyer flask, or (2) incubated overnight 
and  used  as  a  pre‐culture  for  inoculating  fermenters.  In  the  latter  case,  a  sufficient 
volume  of  the  pre‐culture  was  added  to  a  1  L  fermenter  containing  800  ml  of  the 
standard medium to give an initial biomass concentration of 0.0015 g/L dry weight. All 
cultures were  grown at  30oC  and  all  Erlenmeyer  flasks were  shaken  at  175  rpm on  a 
reciprocal shaker. 
For testing the concept of HGMF stabilisation in shake flasks, BSA was added after 20 
hours  of  fermentation  to  give  a  concentration  of  0.5  mg/mL.  In  fermentation  (A)  ,  a 
HGMF step followed immediately after BSA addition. In the control fermentation (B), no 
further steps were taken except for sampling. The concentration of BSA was chosen after 














Immediately  following BSA  addition,  180 mg  of magnetic  adsorbents was  added  to 
the Erlenmeyer flask culture. The adsorbents were pre‐disinfected by soaking for 10 min 
in a test tube containing 70% ethanol and washing three times with sterile MilliQ‐water. 
After  30  min  of  incubation  at  30C  and  shaking  at  175  rpm  the  adsorbents  were 
aseptically removed from the fermentation broth using a magnetic filter. This was done 
by pumping the solution directly  from the Erlenmeyer flask through an autoclaved 4.7 
ml magnetic  filter  (linear  flow velocity  of  24 m/h) placed vertically  in  the 2.5  cm gap 
between  the  poles  of  a  0.32  T  Steinert  HGF‐10  “on‐off”  permanent magnet  separator 
(Steinert  Elektromagnetbau  GmbH,  Köln,  Germany)  (Hoffman  et  al.,  2002)  and  into 
another  sterile  Erlenmeyer  flask  using  a  peristaltic  pump  (Masterflex®  Easy  Load® 
model 7518‐00, Cole Parmer Instrument Co., Vernon Hills, Ill, USA). The magnetic filter 
was  9  mm  in  diameter  x  52  mm  long  and  consisted  of  a  glass  tube  packed  with  a 
stainless  steel matrix  (voidage  ca.  0.9).  The matrix  (SS  430  type  9029, 100 m wire 
diameter) was obtained as a gift from KnitMesh (Surrey, U.K). 
2.2.5 HGMF­fermenter system 
The  set‐up  for  the  HGMF  process  is  sketched  in  Figure  2.1  and  consisted  of  a  1  L 
fermenter connected to the magnetic filter and solution reservoirs via silicone tubing, 3‐
way  valves,  and  a  peristaltic  pump  (Masterflex®  Easy  Load®  model  7518‐00,  Cole 
Parmer Instrument Co., Ill, USA). The complete system including buffers, reservoirs and 
magnetic  filter  (but  excluding  the  magnetic  adsorbents,  pump  and  magnet)  was 
assembled  together with  the  fermenter  and  autoclaved.  Each  complete HGMF process 
consisted  of  a  number  of  steps  which  will  be  briefly  described.  (1)  The  magnetic 
adsorbents to be used (sufficient for a concentration of 6.5 g/L in the fermenter) were 
suspended  for  at  least  600  s  in  a  70%  ethanol  solution  (for  sterilisation)  and  then 
pumped from the particle reservoir through the magnetic filter with the field on, leading 
to  adsorbent  capture.  Sterile  water  was  then  pumped  into  the  system,  replacing  the 
ethanol and after switching off the magnetic field the adsorbents were released from the 
filter  into  the recycle  loop  to wash out entrained ethanol, before being pumped  to  the 
broth  reservoir.  Excess  water  was  decanted  aseptically  from  the  adsorbents  after 










fermenter),  which  took  360  s.  The  broth  reservoir  was  held  at  30oC  with  stirring. 
Immediately  after  the  fermenter was  emptied,  it was  refilled with  the  contents  of  the 





wash  buffer  and  four  times with  cleaning  buffer  (5 mM  succinic  acid,  50 mM  sodium 
tetraborate decahydrate, 1 mM CaCl2, pH 6.0 mixed 1:1 with 1,2 propandiol) to ensure 
all  bound  proteins  were  removed.  During  cleaning,  20  min  of  recycle  was  used.  (4) 
Finally  the  magnetic  adsorbents  were  pumped  back  to  the  particle  reservoir  for 





(type Aa)  used has  been described  earlier  (Gomes,  2006;  Ebner  et  al.,  2007)  and was 
positioned in the 0.32 T Steinert HGF‐10 permanent magnet separator. The filter volume 












Figure 2.1:  Schematic diagram of  the  coupled  fermenter and HGMF process  for  in  situ protease 
removal. A 1 L fermenter is connected via silicone tubing, 3‐way valves (v1‐v10), and a peristaltic pump 





Savinase  was  only  used  for  characterising  the  adsorbents  and  the  activity  was 
measured using  the assay described  in Hubbuch et  al.  (2001). Briefly,  the  sample was 
added to buffer containing 11.18 g/L KCl, 19.7 g/L Na2B4O7·10H2O, at pH 9.0 and 0.08 
mg/ml  N‐Suc‐Ala‐Ala‐Ala‐p‐nitroanilide  substrate  and  the  change  in  absorbance  was 
measured at 405nm. All activities for Savinase were expressed as NPU(S)/ml, which is a 
Novozymes  A/S  internally  defined  unit.  Purified  Savinase  with  an  activity  of  4.21 






































analysis  of  Savinase  activity.  By  measuring  the  concentration  of  total  protein  in  the 
Savinase standard, using the BCA assay, it was found that 1 NPU(S) = 0.005 mg Savinase. 
Total proteolytic activity as well as that of B. licheniformis subtilisin was evaluated by 
hydrolysis  of  the  large  substrate,  azocasein  as  described  by  Fujimura  and  Nakamura 
(1987) with minor modifications. Briefly, 2 volumes of a 5% (w/v) azocasein solution in 
0.05 M Tris/HCl buffer, pH 7.5 was mixed with 7 volumes of the Tris/HCl buffer and 1 
volume of  sample was  added.  Incubation was  carried out  at  37C and  after 0.5 h was 
immediately  stopped  by  precipitation  with  10  volumes  of  10%  (w/v)  trichloroacetic 
acid.  Samples were  kept  on  ice  for  0.3  h  after which  the  precipitate was  removed  by 
centrifugation (360 s, 13,000 g, 4C). Four volumes of the supernatant were then mixed 
with 1 volume of 1.8 M NaOH and the absorbance at 420 nm was measured. All activities 
were  expressed  in  U/ml  by  relating  to  a  standard  curve  constructed  using  subtilisin 
from  B.  licheniformis  obtained  from  Sigma  (CAS  9014‐01‐1).  By  measuring  the 
concentration  of  total  protein  in  the  subtilisin  standard,  using  the  BCA  assay,  it  was 
found that 1 U = 0.08 mg subtilisin. 
The  concentration  of  total  protein was measured  using  a  bicinchoninic  acid  (BCA) 
assay‐kit  from  Pierce  (Rockford,  Ill,  USA),  which  is  based  on  the  analysis  method 








Rad  Gel‐Doc  2000  fitted with  Quantity  One  software  (Bio‐Rad  Laboratories,  Hercules, 
CA, USA). Quantification of the individual protein bands in the gels was carried out using 
Quantity One software (Bio‐Rad Laboratories, Hercules, CA, USA). On each gel a known 






Prior  to  biomass  determinations,  any magnetic  beads  present  in  the  samples were 
first removed by magnetic separation using a bar magnet. Then 6 ml of the fermentation 
broth was filtered through a pre‐dried and pre‐weighed 0.45 m filter (PALL Corporate, 
NY, USA), washed 3  times with distilled water  and dried  in  a microwave oven, before 
cooling in a dessicator and weighing. 
The  concentration  of  magnetic  adsorbents  in  a  sample  were  determined  by  first 
washing the sample with distilled water to remove salts, followed by drying of the beads 










The  bacitracin‐linked  magnetic  adsorbents  are  to  be  used  for  removal  of  trace 
amounts  of  troublesome  proteases  from  a  fermentation  and  it  is  thus  important  that 
they have suitable binding properties, i.e.  low dissociation constants and high capacity. 
Furthermore, there exist certain constraints on the system. Binding must be acceptable 
at  the  pH  values  used  in  the  cultivation  and which  are  compatible with  the magnetic 
adsorbents (the DVS coupling chemistry is unstable at pH > 8 (Hermanson et al., 1992)). 
Thus adsorption isotherms were first constructed with Savinase in buffer at pH 7.5 and 
the data was  fitted  to  the Langmuir model  (Langmuir, 1918). The results  in Figure 2A 




parameters  (i.e.  Qmax  and  Kd)  (Table  1)  indicate  that  the  adsorbents  have  properties 
which are similar to those reported previously by Hubbuch et al. (2001). The maximum 
binding  capacities  (Qmax)  of  the manufactured  adsorbents  are  close  to  200 mg/g,  the 




An  adsorption  isotherm  for  the  binding  of  the  subtilisin  from  B.  licheniformis  to 
magnetic supports was also constructed.  In this case the adsorbents used were from a 
36  g  pool  of  nine  individual  4  g  batches,  which  had  essentially  identical  binding 
characteristics. The subtilisin  from B.  licheniformis was chosen  instead of Savinase  for 
this study because  fermentations were to be conducted with this organism and thus  it 
was  more  relevant  to  choose  this  protease.  Furthermore,  a  defined  fermentation 
medium at pH 7 was  chosen  that would be  compatible with both  cell  growth  and  the 
HGMF process. Preliminary experiments showed that the “crudeness” of the cultivation 





the magnetic  filter which  employed  stacked 1 mm mesh  sheets.  The  isotherm  (Figure 
2B)  and  the  Langmuir  parameters  based  on  protein  concentration  for  this  isotherm 





that  the  bacitracin  has  a  single  specific  binding  site  for  the  subtilisin  and  that  non‐
specific binding of the subtilisin is minimal. These values are approximately the same as 




Figure  2.2:  Adsorption  isotherms  fitted with  the  Langmuir model  for  the magnetic  adsorbents 
constructed. (A) Savinase was employed in tris buffer with adsorbents from an initial 100 mg test batch 
(○)  and  from  a  scaled‐up  4  g  batch  (●).  The  insert  shows  the  same  experiment  but  in which  Savinase 





The  adsorption  isotherms  in  Figure  2.2B  can  be  used  to  determine  the  working 
capacity of  the magnetic  supports  in  a  fermentation broth.  If  the goal  is  to  remove all 
proteolytic  activity  from  the  fermentation,  it  can be  seen  from  the  isotherm  in  Figure 
2.2B that the working capacity is ~60 – 80 mg/g (i.e. ~750 – 1000 U/g). The adsorption 
C* (mg/ml)

















































































































Qmax Kd Qmax Kd 4  Qmax / Kd 4
104 NPU(s)/g  NPU(S)/mL  mg/g 10‐6 M  L/g 
Present work, 100 mg batch1  3.7  3.8  170.8 1.24  5.14 
Present work, 4 g batch1  3.8  2.8  193.3 1.58  4.59 
Present work, 36 g batch2  0.37 (0.37)5  0.26 (0.246)5  222.8 1.94  4.3 (15)5 








Binding  was  extremely  rapid  and  it  was  found  that  88%  of  the  equilibrium 
concentration  of  subtilisin  bound  to  the  adsorbents  was  adsorbed  after  only  30  s. 
Furthermore, equilibrium was reached at 85% of  the starting concentration after only 





The  Langmuir  parameters  obtained  for  the  manufactured  adsorbents  show  that 
Savinase  and  other  subtilisins  produced  in  a  fermentation  broth  will  be  adsorbed 
specifically  to  the  magnetic  beads  when  they  are  added  to  the  broth.  Proteins  are 
however “sticky” of nature and given that BSA was to be used as the model product,  it 
was  relevant  to  determine  whether  there  was  non‐specific  binding  of  BSA  to  the 
magnetic adsorbents. It was found that when using the same BSA concentration as to be 








2.4 Use  of  HGMF  to  avoid  proteolytic  degradation  of  BSA  during 
fermentation 
2.4.1 Cultivations in shake flasks 




(Figure  2.3A)  and  the  protein  was  not  totally  degraded  until  13  h  had  elapsed.  In 
contrast, BSA vanished within 7 h in the control fermentation not subjected to magnetic 






gel  showing  BSA  degradation  during  fermentations 
in  the  shake  flask  where  BSA  was  added  after  20 
hours  followed  by  protease  removal  using  High 
Gradient Magnetic Fishing (A) and in the shake flask 
where BSA was added and HGMF was not used (B). 
(C)  Enzymatic  profiles  for  the  cultivation  in  which 
HGMF was used (●) and was not used (○). The arrow 
shows  when  HGMF  was  used.  The  insert  shows  a 











However, given  that  there was  little  cell  removal by HGMF (Figure 2.3C  insert),  the 
protease  continued  to  be  produced  at  a  similar  rate  to  the  control  fermentation, 
explaining why  the  added BSA was degraded  after  the HGMF  treatment.  A  number  of 






both  cases  the BSA was added 18h after  inoculation, when  the biomass  concentration 
reached 0.16 g/L and protease activity was similar ~0.05 U/ml. The results showed that 






Figure  2.4:  Comparison  of  the  effect  of HGMF 
processing  on  protease  activity  during  a 
cultivation  of  B.  licheniformis  (●)  with  a 
cultivation  in which  HGMF was  not  used  (○). 
One  liter  working  volume  fermenters  were  used 
and  in  both  cases BSA was  added  after  18  h  and 
before  an  eventual  HGMF  process.  The  arrows 







gels  the effect of  the two HGMF steps  is clear. The degradation of  the BSA was greatly 









BSA.  Furthermore,  that  in  order  to  keep  the  protease  activity  low  throughout  the 
cultivation,  repeated  use  of  HGMF  is  necessary  since  proteases  are  constantly  being 
produced.  











Figure 2.5 Comparison of  the  levels of BSA  in 
the  fermentations  shown  in  Figure  2.4.  (A) 
Reducing SDS‐PAGE of samples from fermentation 
in which  HGMF was  used  and  (B) was  not  used, 
and  (C)  the  corresponding  gel  densitometry 
quantification of the BSA bands on the SDS‐PAGE 
gels A (●) and B (○). On each gel molecular weight 
markers  are  show  in  lane  1,  lane  two  shows  a 
sample  taken  from  the  cultivation  0.25  h  before 
BSA  addition.  Lanes  3  –  14  show  samples  taken 
from the fermentations in the time period 0.25 h – 







It  could  be  argued  that  a  less  labour  and  process  intensive  alternative  to  having  a 




conducted  by  Gomes  (2006)  with  benzamidine‐linked  affinity  magnetic  adsorbents  it 
was shown that allowing the adsorbents to stay in a solution of whey containing trypsin 
did not halt proteoloysis. On the other hand, when the experiment was repeated and the 














troublesome  proteases  from  fermentation  broths  during  cultivation.  The  protease 
activity  could  be  kept  at  a  minimum  throughout  the  cultivation  of  B.  licheniformis 
thereby  reducing  proteolytic  degradation  of  other  proteins  present  in  the  broth. 
Contrary  to  commonly  used  techniques  for  avoiding  degradation  of  interesting 
extracellular peptide and protein products during cultivation, HGMF has been found to 
have  the  potential  to  be  an  easy  and  efficient  in  situ  technique.  It  is  expected  that 
compared to other alternatives, the advantages of using HGMF during a fermentation to 
avoid proteolysis are: That  it can be conducted  in situ,  the cultivation  is not disturbed, 
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one  of  the  most  successful  techniques  is  known  as  PEGylation.  The  term  PEGylation 
describes  the  procedure  by which  polyethylene  glycol  (PEG)  is  covalently  attached  to 
poly  peptides,  and  this  may  lead  to  altered  physiochemical  properties  including 
improved  solubility  in aqueous  solution and  in  some organic  solvents  (Abuchowski  et 
al., 1977; Ljunger et al., 1993; Roberts et al., 2002). In addition to this, PEGylated drugs 
have also been shown to display decreased immunogenicity as well as greatly enhanced 
pharmakinetic  profiles  as  a  result  of  reduced  renal  excretion,  proteolysis  and 
opsonization  (Hamidi  et  al.,  2006).  Since  the  first  PEGylated  drug,  ADAGEN  (Enzon 
Pharmaceuticals)  was  approved  by  the  FDA  in  1990  to  treat  severe  combined 
immunodeficiency,  several  others  have been  introduced  into  the market.  For  example 
two  antiviral  interferon‐based  drugs  sold  under  the  commercial  names  PEGasys 
(F.Hoffmann‐La  Roche)  and  Peg  Intron  (Schering‐Plough)  as  well  as  the  drug 
Certolizumab  pegol  (Cimzia  UCB)  used  to  treat  Crohns  disease.  The  latter  contains  a 
PEGylated  Fab  fragment  of  a  humanized  TNF  inhibitor  monoclonal  antibody 





the  reaction,  the  approach  still  lacks  tight  control.  The  lack  of  control  may  result  in 
undesirable  conjugate profiles with  too many or  too  few attached PEG groups,  loss  of 
activity caused by modification of the active site or amino acids in the vicinity and even 
cross‐linking of  the target. These problems reduce yield and complicate purification of 
the  desired  PEG‐conjugate.  To  overcome  the  problems  associated  with  PEGylation  of 






solution.  Just  such  an  approach  was  studied  by  Caliceti  et  al  (1993).  Those  authors 
bound  trypsin  via  the  active  site  to  the  inhibitor  benzamidine,  which  had  been 
immobilized on a large, porous insoluble resin similar to that used in chromatography. 
Subsequently the PEGylated trypsin could be released from the resin and recovered. The 
authors  found  that  the  method  produced  a  PEG‐conjugate  with  higher  activity  than 
trypsin which had been PEGylated whilst  in  free solution, which was speculated  to be 
due to protection of the active site by immobilization. Recently, this approach was taken 
a step further by Petersen (2007) who demonstrated that the PEGylation of immobilized 
trypsin  could  also  be  performed  successfully  by  using  a  micron‐sized  benzamidine 











using  magnetic  supports  was  conducted  by  performing  a  three  step  serial  process  of  adsorption, 
PEGylation  and  wash/elution.  During  adsorption,  the  target  protein  (trypsin)  was  adsorbed  on  the 











a  molecular  weight  of  23.8  kDa  in  the  active  form.  It  is  expressed  and  secreted  in 
pancreas  as  an  inactive  precursor  known  as  trypsinogen,  and  during  maturation  a 
terminal hexapeptide  is  removed and  the chain  is autoproteolytically cleaved  into  two 
chains with molecular weights of approximately 11 and 13 kDa,  respectively. The  two 
chains  are  connected  through  a  number  of  disulfide  bonds  (Walsh,  1970)  and  the 
primary sequence of the matured trypsin, denoted β‐trypsin, contains 14 lysine residues 
which  together  with  the  two  N‐terminals  makes  up  16  potential  PEGylation  targets 
(shown  in  figure 3.2B). The  ligand benzamidine  (shown  in  figure 3.2A)  is  a  reversible 
competitive  inhibitor,  and  can  thus  bind  trypsin  via  the  active  site  by  resembling  the 
natural substrate arginine. The dissociation constant for both ligand and protein in free 
solution is around 18 µM at pH 8.15 (Barmann, 1969) and the ligand is shown in figure 
3.2B. Attachment  of  the  ligand  to  a  solid  support  and  selective  binding  of  trypsin  is  a 
classic  affinity  adsorption  system  that  is well  characterised.  The manufacturing of  the 
base‐matrix and the subsequent coating with polyvinyl alcohol and derivatization with 
benzamidine were also well established. 
Figure  3.2:  The  benzamidine/trypsin  affinity  system. (A)  Molecular  structure  of  4‐
aminobenzamidine,  (B) Three dimensional  structure  of  the benzamidine bovine pancreatic ß‐trypsin 
complex (PDB no: 1CE5). Benzamidine (ligand) is coloured yellow and the residues important for the 
enzymatic  activity  (His57,  Asp102,  Ser195)  or  for  binding  (Asp189)  is  labelled  and  shown  in  red  or 
purple respectly. The N‐terminal residues (Ile16, Ser146) is coloured blue, while the 14 lysine residues 
(58, 84, 104, 106, 140, 151, 154, 164, 185, 201, 215, 217, 223, 232) making up the primary PEGylation 







The aim of  the work presented  in  this chapter was  to develop a HGMF‐based semi‐
continuous  PEGylation  process.  The  process  should  have  performance  comparable  to 
that possible with small‐scale batchwise microtube based reactions employing magnetic 
supports, with respect to the type of PEG‐conjugates formed, concentrations of reactants 
required,  reaction  times  and  in  particular  the  ability  to  control  the  PEGylation  profile 
(the number of PEG groups attached). To achieve these goals, each step in the process, 
including adsorption of the target protein to the magnetic support, and the PEGylation 










Iron(II)  chloride  tetrahydrate  (44939),  Iron(III)  chloride  hexahydrate  (12319),  3‐
aminopropyltriethoxysilane, 50% grade I glutaraldehyde (G7651), allyl glycidyl ether, 4‐
aminobenzamidine    hydrochloride  hydrate  (857661),  sodium  tetraborate  (229946), 
lysine  hydrochloride  (L5626),  bovine  pancreas  trypsin  (T8003),  Nα‐Benzoyl‐DL‐
arginine  4‐nitroanilide  hydrochloride  (B4875),  N‐bromo‐succinimide  (NBS)  were  all 
obtained  from  Sigma‐Aldrich  (St.  Louis,  Mo,  USA).  2  kDa  succimidyl  carbonate 
monomethoxy  polyethylene  glycol  (Sc‐mPEG) was  kindly  supplied  by Novozymes A/S 
(Bagsvard,  Denmark).  Neodymium  block  magnets  were  obtained  from  Danfysik  A/S 




previously  reported  methods  and  are  described  briefly  below.  The  aminosilane 
terminated  magnetic  base  matrix,  prepared  from  iron(II)/iron(III)  chlorides  and  3‐
aminopropyltrietoxysilane, were manufactured  according  to  the procedures  described 
by Hubbuch et al. (2002). Polyglutaraldehyde coating was then conducted as described 
by  O’Brien  et  al.  (1996),  while  subsequent  attachment  of  the  allyl  glycidyl  ether  link, 
bromination  using  NBS  and  coupling  of  4‐aminobenzamidine  were  carried  out  as 
explained by Heebøll‐Nielsen (2002). Scale up of the manufacturing procedure from 100 
mg to 1 g was carried out according to Petersen (2007). To ensure the quality of each 
batch,  the  binding  characteristics  were  determined  using  batch  binding  studies  as 
described previously (Petersen, 2007). Briefly, known masses of adsorbents (ca. 2 mg) 
were  mixed  with  different  known  concentrations  of  the  protein  to  be  bound.  The 
mixtures were then  incubated with shaking at room temperature,  the adsorbents  then 
magnetically  settled  and  the  concentration  of  protein  (or  enzyme  activity)  in  the 
supernatant  determined.  The  data  was  plotted  and  the  Langmuir  model  fitted  using 
Sigma  Plot  6.0  (SYSTAT  Software  Inc,  Chicago,  IL,  USA)  to  determine  the  maximum 






supports  produced  were  also  determined  using  a  Mastersizer  2000  (Malvern 






performed  in  an  eppendorf  tube  on  a  vortex mixer.  The  staggered herringbone mixer 
(SHM)  principle was  proposed  and  demonstrated  by  Stroock  et  al.  (2002)  and  allows 







from  Nordisk  Plast  (Assentoft,  Denmark).    The  transparent  PMMA  substrate  was 





IRON  PSIF  control  unit,  Fisba  Optik  AG,  St.  Gallen,  Schwitzerland).  The  laser  bonding 
setup and a partially bonded SHM reactor are shown in Figure 3.3b and c. Minstac 062 
fittings were used for connection to the SHM mixers and were purchased from The Lee 
Corporation  (Westbrook,  CT,  USA).  Further  reading  on  the  manufacturing  and 



















Figure  3.3:  Preparation  of  the  Staggered  Herringbone  Mixer  units.  (A) PMMA  substrate  with 
structures for the SHM reactors. (B) Laser bonding setup. (C) Half bonded SHM reactor (D) Fluorescence 
micrograph  from  an  experiment  where  fluorescein  isothiocyanate  (top  channel)  and  non  fluorescent 













adsorbed  to  the  magnetic  support  in  a  batch  binding  reaction  and  after  removal  of 
unbound  trypsin,  activated  PEG was  added  and  the  reaction  allowed  to  proceed  as  a 
batch reaction.  
Adsorption:  Investigation  of  the  adsorption  of  trypsin  onto  the  benzamidine 
derivatized magnetic support was performed using a common approach. Fresh magnetic 
support (i.e. not previously used) was prepared by removing the storage buffer, washing 
the  particles  three  times  with  PEG4  buffer  (100  mM  Na2B4O7  adjusted  to  pH  8  and 
supplemented with 10 mM CaCl2), or  the relevant buffer as mentioned in the text, and 
resuspended to a concentration of 8 mg/ml. For each batch binding experiment 250 µl of 





than  sufficient  time  to  reach  equilibrium  by  Gomes  (2006),  Heebøll‐Nielsen  (2002), 
Hubbuch (2000) and Pedersen (2007)). In order to collect a sample for analysis, the tube 
was placed in a magnetic rack for 2 minutes after which a sample was rapidly removed 






rapid  separation  of  the  loaded magnetic  adsorbents  by  spinning  the  sample  at  13000 
rpm  for  30  seconds  in  a  centrifuge,  after  which  support  free  samples  were  rapidly 
removed  with  a  pipette.  The  1  minute  adsorption  experiments  were  performed  by 







PEGylation:  Studies  of  PEGylation  were  performed  using  magnetic  supports 
preloaded  with  a  high  trypsin  concentration  (2  mg/ml),  which  was  known  to  give  a 
loading of approximately 190 µg trypsin/mg support (see Figure 3.6). Subsequently 500 
µl of 2 mg/ml  loaded magnetic  support was added  to a 2 ml microtube and 500 µl of 
activated PEG dissolved  in  PEG4 buffer  (2x  concentration) was  added  to  the particles 
and  timing  of  the  reaction  initiated.  During  early  studies  in  the  current  work,  the 
PEGylation  reaction  was  stopped  by  rapidly  diluting  the  1  ml  reaction  solution  by 
addition to a 15 ml falcon tube containing 10 ml PEG4 buffer. In later studies a method 
involving  addition  of  1  volume 50 mM  lysine  to  1  volume of  PEGylation  reaction was 
used to block the covalent attachment of PEG, thus stopping the reaction. A bar magnet 
was  subsequently  placed  on  the  side  of  the  tube  containing  the  reaction  and  the 
magnetic support carrying the immobilized conjugates separated from the supernatant. 
The support was then washed at least three times for 5 minutes with PEG4 buffer under 
vigorous  shaking  to  remove  excess  PEG.  The  conjugates  were  finally  eluted  from  the 
magnetic support by resuspending in 250 µl elution buffer (100 mM glycine pH 2.6, 10 
mM CaCl2) and incubated with vigorous shaking for at least 10 minutes. The final step of 







Harvard  Apparatus,  Holliston, Massachusetts    01746,  USA)  able  to  handle  syringes  of 
different  sizes  (1  to  25 ml)  and  to  precisely  control  the  flow.  The  syringe  pump was 
placed on a shaking table (ca. 50 rpm) which in combination with glass beads2 present in 












flows  were  combined  and  mixed  as  they  travelled  through  the  channel  system 
permitting  adsorption  of  trypsin  (step  1).  As  the  flow  left  the  absorption  step  it 
continued through a short stretch of Teflon tubing to the next SHM‐type reactor (SHM 
2B‐2 ml)  in which a  flow of activated mPEG was added to  the mixture by a reciprocal 
pump  (Pharmacia  P‐500,  GE  Healthcare,  Chalfont  St.  Giles,  UK).  The  liquid  was  led 
through  the channel  system  in  the SHM reactor allowing  the PEGylation  to  take place. 
The solution then passed immediately to the last of the SHM‐type reactors (SHM 3A‐0.5 
ml)  where  a  lysine  solution  was  supplied  by  another  reciprocal  pump  causing 
(Pharmacia  P‐500,  GE  Healthcare,  Chalfont  St.  Giles,  UK)  the  PEGylation  reaction  to 
terminate by means of competitive reaction with the free amino groups on the lysine.  
The flow then proceeded into a loop designed to enable semi‐continuous HGMF based 
washing,  separation  and  elution  of  PEG‐conjugates.  The  loop  was  prepared  using 
approximately 60 cm silicon tubing with a 6 mm diameter and was connected to a 5/16” 
inline static mixer (KH‐04668‐12, Cole‐Parmer, Ill, USA) and a magnetic filter unit. The 
magnetic  filter  was  prepared  from  a  cone  shaped  polyethylene  tube  with  an 
approximate volume of 7 ml packed with approximately 2.5 g stainless steel matrix (SS 
430  type  9029,  received  as  a  gift  from  KnitMesh  Ltd.,  South  Croydon,  Surrey,  UK).  A 
peristaltic  pump  (Verderlab  CD‐10,  Verder  Ltd,  Leeds,  UK),  was  used  in  the  HGMF 
process,  and within  the  loop  (Figure 3.4A)  four 3‐way valves were  also placed, which 
served  to  enable  regulation  of  the  flow  in  and  out  of  the  system.  To  investigate  the 
performance of the different parts of the total HGMF‐based semi‐continuous system, two 
additional  systems  were  used.  The  first  system  (Figure  3.4B)  was  used  to  evaluate 




and washing,  separation and elution were performed after all  samples were  collected. 




















Adsorption:  During  full  scale  operation  of  the  HGMF‐based  PEGylation  system  the 
shaking table was set at 150 rpm to ensure that the magnetic support contained in the 
syringe  was  kept  in  suspension.  The  pumping  velocity  of  the  syringe  pump was  125 
µl/min resulting in a total combined flow rate of 250 µl/min during the adsorption step, 
which  was  performed  with  a  particle  concentration  of  2  mg/ml  and  a  trypsin 
concentration  of  0.6  mg/ml.  The  process  time  during  the  adsorption  step  was  5.12 
minutes. 
PEGylation:  The  PEGylation  step  was  achieved  using  various  concentration  of  SC‐
mPEG. The activated PEG solution was  injected  into  the process  flow at 15 ml/h  (250 
µl/min) resulting in a combined flow speed of 500 µl/min. Due to the 1:1 addition of the 
activated  PEG  solution,  the  concentration  of  the  magnetic  support  was  diluted  to  1 




Process Termination: The  PEGylation  reaction was  stopped  by  the  addition  of  50 
mM lysine administrated using a reciprocal pump set at 30 ml/h (500 µl/min) through a 
SHM‐type 3A unit resulting in a combined flowrate 1 ml/min after merger with the flow 
from the PEGylation step. As  the volume of  the SHM unit used was 0.5 ml  the process 
time  was  approximately  30  seconds  and  the  resulting  particle  concentration  was  0.5 
mg/ml throughout the termination process. 
Separation and elution: Unlike  the previously  described  elements,  this  part  of  the 
process was conducted  in a batch‐wise mode. After  leaving  the continuous part of  the 
process the magnetic support was led to the HGMS system and collected. After the initial 
loading of the system, washing buffer (PEG4 buffer) was pumped through  for 5 minutes 
at  20 mg/ml before  the  system was  sealed off  enabling  the  suspension  to be pumped 
around in the loop. The HGMS system was then switched off, the pump speed increased 








the  pump  speed  was  decreased  to  20  ml/min,  the  pump  direction  reversed  and  the 




5  mM  CaCl2)  for  approximately  5  minutes  (pump  speed  20  ml/min).  The  pump  was 
switch off and the valves were readjusted to include the magnetic filter within the closed 
loop.  The  flow was  reversed  and  the  pump was  turned  on  at maximum  speed  (~  60 
ml/min)  and  the  flow  was  recirculated  for  10  minutes  to  achieve  elution  of  the 
PEGylated conjugates. The HGMS system was turned on, the flow was reversed and the 
magnetic support was captured as previously described. During the final step the liquid 










(Pierce,  Rockford,  Ill,  USA)  and  the method described  by  Smith  et  al.  (1985). A  Cobas 
Mira Plus robotic spectrophotometer (Roche Diagnostic System, Rotkreuz, Switzerland) 
with adsorbance measurements at 550 nm was used for the analysis. For each analysis a 
standard  curve  was  prepared  from  known  concentrations  of  trypsin  and  used  to 
determine the protein content of the unknown samples. 
Dry weight:  The mass  of  the  adsorbents  used  during  the  studies  was  determined 
after desalting. Desalting was achieved by simply washing the supports at least 3 times 
with MilliQ water. The particle  suspension was  then  transferred  to pre‐dried and pre‐
weighed glass tubes and subsequently dried in an oven at 95°C to constant weight. The 
mass of particles was then determined from the difference in weight of the tube. 




ZipTip‐C18  pipette  tips  (ZTC18S960, Milipore,  Billerica, Massachusetts,  USA).  Prior  to 
the sample clean‐up procedure the ZipTip‐C18 was pretreated by washing it 5 times in 





The  mixed  droplets  were  dried  using  a  conventional  hairdryer  at  low  speed.  Linear 











addition  of  5%  v/v mercaptoethanol  and  1/4  volume  4x  NuPAGE  LDS  sample  buffer 
(Invitrogen,  Carlsbad,  California,  USA)  followed  by  10  minutes  of  heating  at  96°C. 
Reducing  SDS‐PAGE  was  performed  using  the  NuPAGE  Novex  Bis‐Tris  precast  gel 
system  from  Invitrogen  combined  with  MES  SDS  running  buffer  according  to  the 
manufactures reccomendations. The protein bands were visualised with Coomassie blue 
staining.  The  SDS‐PAGE  gel  was  incubated  with  shaking  for  15  minutes  in  staining 
solution (0.35 g/l CRR R‐250, 45% v/v Ethanol, 9% v/v Glacial acetic acid) after being 
pre heated to the brink of boiling in a microwave oven. Background color removal was 
performed  by  incubating  for  60  minutes  in  microwave  oven  pre‐heated  destaining 
solution (10% v/v 2‐propanol, 10% v/v Glacial acetic acid), or until  the protein bands 
were  visible.  Gels  were  then  incubated  overnight  in  distilled  water  with  shaking.  Gel 
images were captured using a flatbed scanner (D660U Canon Inc., Tokyo, Japan). Precast 
SDS‐PAGE gels were obtained from Invitrogen (Carlsbad, California, USA). 
Trypsin activity: Measurement  of  enzyme  activity  toward  the  small  substrate N‐‐
benzoyl‐DL‐arginine‐p‐nitroanilide (BAPNA) was based on the method of Erlanger et al. 
(1961). The reaction solution was prepared by combining 7 volumes of 100 mM Tris‐
HCl  (pH 7.5)  and 1 volume of  a  freshly prepared 40 mM BAPNA solution dissolved  in 
DMSO.  The  assay  was  performed  at  37oC  using  a  Cobas  Mira  Plus  robot 
spectrophotometer and initiated by adding sample to the reaction mixture. The change 
in  absorbance at 405 nm was  recorded and used  to  calculate  the  trypsin  activity. The 
units of activity denoted as UBAPNA, are defined as the amount needed to convert 1 µmol 
BAPNA  per  second  at  37°C.  The  activity  of  trypsin  toward  a  large  substrate  was 
determined  by  using  the  azocasein  method  as  described  by  Fujimura  and  Nakamura 
(1987) with minor modifications. Two volumes of 5% (w/v) azo‐casein dissolved in 50 
mM This‐HCl (pH 7.5) were mixed with seven volumes of 50 mM This‐HCl (pH 7.5). To 
start  the  assay  one  volume  of  sample  was  then  added  and  the  mixture  was  then 









was  determined  using  a Novaspec  II  spectrophotometer  (Pharmacia Biotech, Uppsala, 





Quantitative  amino  acid  analysis:  The  total  protein  concentration  was  also 













The  overall  aim  of  this  work  was  to  design  and  test  a  complete  semi‐continuous 
process  for  the  PEGylation  of  immobilised  trypsin  consisting  of  three  serial  parts 
denoted  adsorption,  PEGylation,  and  elution/separation.  Detailed  studies  of  the 
individual steps were first carried out to establish the most suitable process parameters 
before  the  complete  process  was  assembled.  Given  that  the  process  was  to  be 
demonstrated  in  small  scale,  and  to  ensure  as  much  of  the  process  as  possible  was 
continuous,  it  was  necessary  to  eliminate  batch  reactions  whilst  still  ensuring  good 
mixing of the solutions employed, which contained magnetic particles as sell as viscous 
PEG  solution.  This  task  is  not  trivial  at  the  small  scales  chosen  here,  in which  liquids 
behave  differently  (e.g.  due  to  low  Reynolds  numbers)  as  compared  to  when  larger 
volumes  are  employed.  Staggered  Herringbone  Mixers  (SHM)  were  thus  chosen  to 
provide a means of continuously mixing the solutions employed.  
3.3.1 Investigation of parameters controlling adsorption  





the  benzamidine  derivatized magnetic  support  and  to  ensure  efficient  coupling  of  the 













buffers  were  used  for  the  adsorption  of  trypsin  to  benzamidine  coated  magnetic 
supports  (100 mM Tris‐HCl, pH 7.5, 10 mM CaCl2), which are not compatible with  the 
PEGylation  chemistry.  As  an  alternative,  a  borax  based  buffer  with  pH  8,  designated 
PEGylation  buffer  1  (PEG1  buffer), was  employed  by  Petersen  (2007)  in  the  study  of 
adsorption and PEGylation of trypsin in batch reactions. As calcium is known to prevent 
the  problem  associated  with  autoproteolytic  activity  of  trypsin  (Sipos  and  Merkel, 
1970),  Petersen  also  introduced  buffers  containing  calcium.  However,  in  the  current 
work, testing of similar buffers during simple flow tests using a prototype SHM‐type unit 
(SHM‐type  1A)  revealed  that  the  magnetic  support  formed  aggregates,  which  caused 
clogging  and  flow  disruption.  It  was  speculated  that  the  buffer  composition  was  the 
cause  of  the  magnetic  supports’  behaviour,  since  aggregation  was  not  seen  in  other 
buffers.  To  circumvent  the  adsorbent  aggregation  and  clogging  problem  observed,  a 







detrimental  to  trypsin  stability.  To  evaluate  the  suitability  of  the  PEG4  buffer  during 
adsorption of trypsin to the magnetic supports, a series of small scale microtube based 
binding studies were performed.   




activity  of  trypsin  dissolved  in  PEGylation  4  buffer  (PEG4 
buffer). The 3h sample was incubated at ambient temperature. 







In  order  to  compare  the  results with  previously  published  data,  additional  binding 
studies were also  conducted using  the PEG1 buffer  employed by Petersen  (2007)  and 
the original tris‐based buffer utilized by Heebøll‐Nielsen (2002) and Gomes (2006).  






4.0 UBAPNA /l,  respectively  (Table 3.2). Furthermore,  in all  cases  the maximum binding 
capacities  (Qmax) were calculated  to be approximately 200 mg/g or around 8 UBAPNA/g 
(Table 3.2). The Qmax/kd values for all buffers used, and from both protein and activity 




Figure  3.6:  Effect  of  buffer  composition  on  the  adsorption  of  trypsin  onto  non­porous 




performed  as  small  scale microtube  adsorption  experiments  at  room  temperature  using  a  30 minute 































mg/g (StdErr)  mg/ml (StdErr)  µM (StdErr)  l/g  UBAPNA/g (StdErr)  UBAPNA/l (StdErr)  l/g 
PEG4  201.1 (4.74)  0.1055  (0.01)  4.43  (0.42) 1.9  7.79 (0.25)  2.1 (0.3)  3.2 
PEG1  194.3 (7.72)  0.1104 (0.02)  4.64  (0.78) 1.8  8.48 (0.45)  4.0 (1.0)  2.1 






  The  maximum  binding  capacities  (Qmax)  found  here  are  consistent  with  those 
reported  by  Heebøll‐Nielsen  (2002),  Gomes  (2006)  and  Petersen  (2007),  who  all 
reported  values  between  178  and  244  mg/g  using  a  mono‐component  system.  The 
values for the dissociation constant (kd) found in the current work are mid‐way between 
those  reported  by  others:  Heebøll‐Nielsen  (2002)  and  Gomes  (2005)  both  reported 
values  below  1  µM while  Petersen  (2007)  found  the  value  to  be  above  13  µM. When 
using activity measurements, values for Qmax of 8.61 U/g and kd of 4.6 U/l were reported 
by Petersen (2007), which are very similar to those found in the current work (7.8‐8.5 
U/g and 2.1‐4.0 U/l,  respectively). Not  surprisingly  tightness of binding  (Qmax/kd) was 
found  to  be  very  different  by  previous  investigators  since  this  parameter  depends  on 

























ability  to  use  different  temperatures  during  the  PEGylation  reaction  would  be  very 
useful. However, it is important that the trypsin does not disassociate from the supports 









Figure  3.7:  The  impact  of  temperature  on 
adsorption  of  trypsin  by  benzamidine  linked 
magnetic  supports.  The  isotherms  were 
obtained  in  small  scale  batch  binding  studies  at 
12°C (●), 20°C (○), 33°C (▼) and 45° (∇) using a 
30 minute binding period  then measurements of 
unbound protein  in  the  supernatant. The  trypsin 
used was dissolved in PEG4 buffer. C* represents 
the concentration measured in the supernatant at 
equilibrium while Q*  is  the  calculated amount of 
protein bound to the support at equilibrium. The 
data  points  are  fitted  to  the  Langmuir  equation 










the  maximum  binding  capacity  (Qmax)  or  dissociation  constants  (kd)  found  as 
temperature was  raised  from  12oC  to  45oC  and  the  values were  comparable with  the 





Table  3.3:  Langmuir  binding 
parameters  for  the  isotherms 
shown  in  figure  3.7.  Qmax 
represents the maximum binding 
capacity  while  kd  indicates  the 
dissociation value (concentration 
at  which  50%  capacity  is 
achieved).  QMax/kd  reflects  the 
initial  slope  of  the  isotherm  and 










mg/g (StdErr)  mg/ml (StdErr) µM (StdErr)  l/g 
12  208.6 (11.8)  0.1389 (0.028) 5.84 (1.2)  1.5 
20  203.8 (12.3)  0.1457 (0.030) 6.12 (1.3)  1.4 
37  194.8 (9.53)  0.1176 (0.022) 4.94 (0.90)  1.7 









out  at  room  temperature  using  various  incubation  periods  from  60s  to  0.5  h  and  the 
unbound  protein  fractions  were  analyzed  for  both  total  protein  and  enzyme  activity, 
using BCA and the BAPNA based activity assay. 
  As  expected,  the  investigation  revealed  very  fast  adsorption  kinetics  for  the 
trypsin/benzamidine model system and regardless of the incubation period, the binding 
isotherm  obtained  could  be  fitted  with  the  Langmuir  model.  After  a  one  minute 
incubation period the bound protein fraction had reached approximately 70‐75% of the 
highest binding capacity (Qmax) at high protein loads (Table 3.4). However an interesting 
change  was  observed  for  the  apparent  dissociation  constant  (kd)  which  had  almost 















minutes  (●). C*  represents  the concentration measured  in  the supernatant at equilibrium while Q*  is  the 
calculated amount of protein bound to the support at equilibrium. 
  
Table  3.4:  Langmuir  model  parameters  for  isotherms  of  the  kinetics  of  trypsin  adsorption 

















mg/g (StdErr)  mg/ml (StdErr)  µM (StdErr)  l/g  UBAPNA/g (StdErr)  UBAPNA/l (StdErr)  l/g 
30  204.6 (6.07)  0.1376 (0.017)  5.78 (0.73)  1.5  7.53 (0.285)  0.6 (0.1)  12.6 
15  187.5 (7.07)  0.1333 (0.022)  5.60 (0.90)  1.4  6.74 (0.282)  0.5 (0.1)  13.5 
5  174.1 (12.9)  0.1947 (0.054)  8.18 (2.29)  0.89  6.26 (0.223)  0.9 (0.2)  5.69 
2.5  152.7 (11.6)  0.2131 (0.059)  8.95 (2.47)  0.72  5.56 (0.229)  1.2 (0.3)  4.63 







Gomes  (2006)  also  investigated  the  kinetics  of  adsorption  of  trypsin  using  similar 
magnetic particles. She reported that approximately 4.5 g/l support was able to remove 








component system presented  in  the current study.  In  light of  the above results,  it was 
concluded  that  an  incubation  time  of  5 minutes  in  the  continuous  adsorption  reactor 
would be acceptable for loading the magnetic adsorbents. 
3.3.2 Investigation of parameters controlling PEGylation 
Petersen  (2007)  demonstrated  in  a  proof‐of‐concept  study  that  it  was  possible  to 
PEGylate  immobilized  trypsin  in  a  batch‐wise  microtube  based  process  using  5  kDa 
succimidyl carbonate monomethoxy polyethylene glycol (SC‐mPEG). However, in order 





To  investigate  the  influence  of  SC‐mPEG  concentration  and  reaction  time  on  the 
PEGylation  of  trypsin  immobilized  on  magnetic  supports,  a  series  of  reactions  were 
performed using various incubation periods and increasing concentrations of activated 






mPEG  as well  as  longer  reaction  times  both  lead  to  the  appearance  of  discrete  bands 
with higher molecular weight in a positively correlated manner. At the lowest SC‐mPEG 
concentration, two bands above the molecular weight of native trypsin 23.8 kDa) can be 









are  less  intense,  hazier,  appear more dispersed  and  conjugates with  higher molecular 
weights  are  seen.  Lanes  containing  samples  originating  from  the  80 mg/ml  SC‐mPEG 
reactions at  the  longest  reaction  times,  appear  to be virtually empty  (Figure 3.9).  It  is 
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Figure  3.9:  Coomassie  stained  SDS­PAGE  gels  of  trypsin  eluted  from magnetic  supports  after 
PEGylation.  The  effect  of  variable  concentration  of  2  kDa  SC­mPEG  and  reaction  time  on  the 
PEGylation of  immobilized trypsin on benzamidine derivatized magnetic particles  is shown. The 




Heavily  PEG‐derivatised  proteins  are  known  to  be  shielded  by  the  PEG  groups 
(Roberts  et  al.,  2002),  leading  to  poor  dye  staining  and  thus  reduced  visualisation  on 
Coomasie  stained  SDS‐PAGE  gels.  Similar  observations  were  described  by  Petersen 
(2007), who performed PEGylation of trypsin using 5 kDa SC‐mPEG, and overcame the 
problem by employing a specialized iodine staining technique to improve the detection 





























to confirm that  the systematic  increase  in molecular weight of the bands seen by SDS‐









and  the  spectra  presented  in  Figure  3.10,  show  the  result  of  a  5  minute  PEGylation 
reaction carried out using various concentration of SC‐mPEG. The results confirm what 
was  observed  from  the  SDS‐PAGE  gels  shown  in  Figure  3.9.  As  the  concentration  of 
activated  mPEG  was  increased,  peaks  with  higher  mass  per  charge  (m/z)  started  to 








corresponding  to native  trypsin and a single group of positional PEG  isomers carrying 




reaction  time on  the PEGylation process,  and  the  results were  also  found  to be  in  full 
agreement with the previously observed results seen in Figure 3.8. PEGylation reactions 
were  conducted with  a  fixed  concentration of 10 mg/ml 2 kDa  SC‐mPEG and  samples 
were taken after 1, 2, 5, 15, 30, 60 and 120 minutes. As can be seen in Figure 3.11 the 
formation  of  conjugates  can  already  be  detected  after  60  s.  Three  peaks  are  visible 
corresponding  to  native  trypsin  and  two  groups  of  positional  isomers  carrying  either 
one or two PEG groups. After a 5 minute reaction period, the two PEG‐conjugate peaks 
showed  an  increased  intensity  indicating  that  higher  amounts  were  formed. 
Furthermore,  an  additional  signal  at  even  higher  mass/charge  was  seen  indicating 
formation of positional isomers with three PEG groups attached. The spectrum of the 15 
minute  PEGylation  sample  shows  a  further  increase  in  the  intensity  of  the  conjugate 
dependent peaks  and  the  observed  trend  continued  as  the  time  frame of  the  reaction 
was extended up until 60 minutes, where as many as four peaks each corresponding to 
separate group of positional isomeric species can be seen. By comparing the 60 and 120 





to  conjugates  with  a  single  PEG  group  attached4.  The  results  were  found  to  be  in 
agreement with a similar investigation by Petersen (2007) based on the use of 5 kDa SC‐
                                                        
4  It  should  be  noted  that  MALDI‐TOF  is  generally  not  considered  a  quantitative  method  but  rather  a 
qualitative  tool. Thus  the  intensity, or area under  the peaks, cannot be used as an exact measure of  the 
amount  of  a  substance  but  rather  as  an  indication  of  the  trend.  It  should  also  be  pointed  out  that  the 
decreased signals observed to the far left of most of the spectra are caused by measurements of proteins 









To  determine  if  there was  a  difference  between  PEGylation  of  immobilised  trypsin 
compared  to  trypsin  free  in  solution, a  series of PEGylation reactions were performed 
without the use of magnetic support. A solution of 0.4 mg/ml trypsin was mixed with 10 
mg/ml  SC‐mPEG  and  samples  were  collected  after  5,  15  and  60  minutes,  and  were 






Figure 3.11: MALDI­TOF  spectra  showing PEGylation of  immobilized  trypsin with 10 mg/ml  SC­








Figure  3.12: MALDI­TOF  spectras  showing  the  results  of  PEGylations  of  trypsin  in  free  solution 
using 10 mg/ml 2 kDa  SC­mPEG at various  time points.  (*)  indicates  the  native  trypsin  peak while 
arrows shows the position of peaks corresponding to PEG conjugates.  
  
As  expected,  the  results  presented  in  Figure  3.12  showed  a  positive  correlation 
between reaction  time and the degree of PEGylation obtained. However  it can be seen 
that  the  rate  of  PEGylation  is  faster  in  free  solution  than  for  immobilised  trypsin. 
Comparison  of  the  5  and  15 minute  reactions  for  immobilised  trypsin  in  Figure  3.11 
with  the  corresponding  reactions  in  3.11  indicate  that  the  two  5  minute  reactions 
appear to have a very similar profile, with a  large native  trypsin peak and 2‐3 smaller 
peaks  corresponding  to  the  conjugates  formed. However,  in  the MALDI‐TOF  spectrum 
originating  from  the  analysis  of  the  15 minute  reaction with  immobilized  trypsin,  the 
native peak remains the most intense, whilst for the case with free trypsin, the highest 
intensity  was  found  for  the  conjugate  carrying  a  single  PEG  group.  This  observation 
implied  that  even  though  the  PEGylation  reaction  initially  occurred  at  similar  rates  it 
subsequently  slowed down  for  the  immobilized  trypsin  in  comparison  to  free  trypsin, 






reaction with  free  trypsin  the same spectra and ratios between native  trypsin and  the 
PEG‐conjugate are seen indicating that both reactions progressed to a similar final stage. 
Effects of reaction temperature on the formation of PEG conjugates 
Investigation  of  the  effects  of  temperature  on  the  adsorption  of  trypsin  by 
benzamidine  linked magnetic  support  showed  that  this  parameter  had  no  detectable 
influence on  this  step. This  result permitted studies  to be  conducted  to determine  the 
extent  by which  the  PEGylation  reaction  could  be  controlled  by  varying  temperature. 
Two independent series of reactions were carried out using various concentration of SC‐
mPEG at different temperatures. The first series of PEGylations were carried out using a 
reaction  time  of  30  minutes,  in  tubes  placed  in  a  polymerase  chain  reaction 
hybridization  oven  (Hybaid  Maxi‐14,  Thermo  Fisher  Scientific,  81  Wyman  Street, 
Waltham, MA 02454, USA) with  rotary action  to ensure good mixing and  temperature 
control. Different concentrations of activated mPEG and temperatures ranging from 20‐
45°C were used. 
The  PEGylated  samples  were  analyzed  using  reduced  SDS‐PAGE  and  the  observed 
effect  could  be  divided  into  two  separate  groups  (Figure  3.13).  At  20°C  and  30°C  no 
apparent difference could be seen. However as the temperature was elevated further to 
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Figure  3.13:  Reduced  SDS­PAGE  gels  stained  with  Coomassie  blue  showing  the  effects  of 
temperature on the formation of PEG conjugates when using various concentrations of SC­mPEG. 
The  PEGylation  reactions were  performed  using  30 minute  reaction  times  on  trypsin  immobilized  on 
magnetic supports. Mixing was performed using a rotating hybridization oven at temperatures (top) and 
SC‐mPEG  (below)  concentrations  are  indicated  at  the  top  of  the  gels.  The  arrow  indicates  the  native 























The  results  of  the  investigation  of  the  effects  of  temperature  on  the  PEGylation 
reaction were not as expected and  to  further explore  the  issue, an additional  series of 
temperature dependent PEGylations were carried out over a wider  temperature range 
(12oC  ‐  45oC)  and  for  a  shorter  time  of  5 minutes.  The  samples were  analyzed  using 
MALDI‐TOF and the spectra obtained are shown in Figure 3.14. 
The  results  in  Figure  3.14  are  consistent  with  what  was  seen  in  Figure  3.13,  and 
clearly  illustrated  that  the highest degree of  reactivity,  and  thus  the highest degree of 
modified  trypsin,  was  found  for  the  reaction  carried  out  at  20°C.    For  the  reactions 
carried out  at 12°C or 33°C  conjugates were produced,  however  the  intensity and  the 
number  of  detectable  peaks  corresponding  to  PEGylated  positional  isomers  were 
decreased  as  compared  to  the  reactions  performed  at  20°C  using  similar  SC‐mPEG 
concentration. At 45°C the spectra showed that essentially no conjugates were formed. 
The  reasons  for  the  observed  effects  of  temperature  are  believed  to  be  due  to  a 
combination of effects on reaction rate and on hydrolysis of the activated PEG. At 12°C 
the  extent  of  PEGylation  is  reduced  most  likely  due  to  temperature  dependence  of 
reaction  rate,  which  is  slowed  down  as  temperature  is  decreased.  However,  at 
temperatures above 20°C it is presumed that there is an increased rate of hydrolysis of 
the  acyl  bond  in  the  SC‐mPEG, which  leads  to  an  increased  rate  of  inactivation  of  the 








Figure  3.14:  MALDI­TOF  spectra  showing  the  effects  of  temperature  on  the  PEGylation  of 









determine how the process could be efficiently  terminated, which  is a prerequisite  for 
ensuring tight control of the reaction time. The above study of the effects of temperature 
on the PEGylation process suggests that heating may be a possible method by which the 
reaction  could  be  stopped.  However,  pH  could  potentially  also  serve  as  the means  of 
controlling the process since the chemistry of the PEGylation reaction is dependent on 
the  ε‐amine  of  lysine  residues  being  deprotonated.  A  third  alternative  may  be 
competition  for  the activated PEG by adding a source of amine groups  to  the reaction. 





trypsin  preloaded  magnetic  supports  were  suspended  in  500  µl  PEG4  buffer  and 
subsequently added to a 2x SC‐mPEG solution, which prior to use were heated to 45°C 
for  60  seconds.  The  results  in  Figure  3.15  (lane  2  in  each  gel)  show  that  bands 
corresponding to PEG‐conjugates were produced, demonstrating that this approach did 
not  inhibit PEGylation of  the  immobilised  trypsin. When  the results  in Figure 3.15 are 
compared  to  those  in  figure 3.13 and 3.14  it  can be  seen  that  the heat  exposure used 
prior  to  the  PEGylation  reaction  did  not  fully  inactivate  the  SC‐mPEG  reagent.  This 
observation  suggests  that  longer  incubation  times  than  1 minute would  be  needed  to 
hydrolyse  the unreacted SC‐mPEG  in  the process proposed, before  the  reaction would 
stop, making this approach unsuitable.  





above,  the  investigation  of  the  ability  of  pH  to  block  the  reaction  was  limited  to  a 
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Figure 3.15: Reduced SDS­PAGE gels 
showing  the  result  of  the 
investigation of  the effect of various 
methods  aimed  at  blocking  the 
PEGylation  reaction.  (C)  Control 
sample (Not PEGylated), (1) Acetic acid, 
(2) heating, (3) Lysine. Left: Blocking of 
PEGylation  of  immobilized  trypsin. 
Right:  Blocking  of  PEGylation  of  free 
trypsin 
 
For  the  study  of  lysine  as  a  means  of  stopping  the  PEGylation  reaction,  a  similar 
approach to that used for pH was employed: SC‐mPEG in PEG 4 buffer was added to 2 
mg of  trypsin  preload  supports  suspended  in PEG4 buffer  supplemented with  70 mM 
lysine. The  final concentrations of SC‐mPEG  in each of  the mixtures were 0 mg/ml, 10 
mg/ml or 40 mg/ml and the reactions were allowed to proceed for 30 minutes at room 
temperature  with  vigorous  shaking.  The  results  in  Figure  3.15  (lanes  3  in  each  gel) 
shows that only a single weak band corresponding to one PEG conjugate was seen when 
treated  with  lysine.  To  gain  further  insight  into  the  lysine  approach,  additional 
PEGylation reactions were performed with the aim of establishing the concentration of 
lysine need to terminate the reaction. The reactions were carried out using a 40 mg/ml 
SC‐mPEG  concentration  and  buffers  supplemented  with  variable  concentrations  of 
lysine.  The  eluted  samples  were  analyzed  using  MALDI‐TOF  (Figure  3.16).  The  data 
show that increasing the concentration of lysine from 0 mM to 25 mM led to a reduction 
in  the  numbers  of  PEG  conjugates  from  four  to  zero  as  seen  from  the  MALDI‐TOF 
analysis.  It  was  thus  concluded  that  complete  blocking  of  the  reaction  was  achieved 
using  25 mM  lysine  during  a  PEGylation  process  started with  40 mg/ml  of  2  kDa  SC‐









Figure  3.16:  MALDI­TOF  spectra  showing  the  impact  of  various  concentrations  of  lysine  on  a 









  One of  the objectives  of  immobilising  the protein prior  to PEGylation  is  to deliver 
conjugates which are different to those possible to make in free solution. Immobilisation 
of  trypsin  via  the  active  site may  protect  it  during  PEGylation  delivering more  active 
product than if PEGylation of free trypsin was used. The hypothesis was investigated by 
Petersen (2007) for trypsin‐PEG conjugates derived from batch reactions with 5 kDa SC‐
mPEG by measuring  enzyme  activity  towards  the  small  substrate BAPNA  (435 Da)  as 
well as the larger azocasein (25 kDa). The results of this investigation showed that PEG 






free  trypsin  had  more  PEG  groups  attached  than  those  produced  with  immobilised 
trypsin. Thus the differences in activity seen may be a result simply of differences in the 
degree  of  PEGylation  (the  number  of  attached  groups),  rather  than  a  difference  in 
placement of  the PEG groups arising  for example  from protection of  the active site by 
immobilisation. 
  In  the current work  it was desired  to compare  the activity of  conjugates prepared 
with trypsin either in free solution or immobilized, and which had the same numbers of 















USA)  as  described  by  Petersen  (2007).    The  resulting mixtures  retained  in  the  filters 
were  analyzed  by  reduced  SDS‐PAGE,  and  samples  displaying  similar  patterns  of 
PEGylation were identified (Figure 3.17). The protein concentration for immobilised and 
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Figure 3.17: Reduced SDS­PAGE showing  the samples used  to measure  the activity of PEG­
conjugates. The left gel shows the analyzed samples prepared with immobilized trypsin, while the
right  gel  shows  the  samples  prepared  by  PEGylation  of  trypsin  free  in  solution.  The  maximum
number of PEG groups is noted at the top of each lane. ‘M’ indicates molecular weight standards. 
  





Type  Method  Sc­mPEG  Azocasein   BAPNA  mg/ml  UAzocasein/g  Fold change UBAPNA/g  Stderror  Fold change
Native  Immobilized  0  2.51  1.00  249  6.4  1.00 
1xPEG  Immobilized  10  2.90  1.16  296  4.8  1.19 
2xPEG  Immobilized  20  3.35  1.33  328  7.0  1.31 
3xPEG  Immobilized  40  4.72  1.88  263  49  1.06 
Native  Free  0  3.24  1.00  374  35  1.00 
1xPEG  Free  2.5  3.88  1.20  381  87  1.02 
2xPEG  Free  5  2.68  0.83  252  76  0.68 



























The  results  in  Table  3.5  show  that  in  general,  the  PEG  conjugates  produced  by 
immobilisation of the trypsin had greater activity than their counterparts prepared with 
free trypsin.   The conjugates prepared with immobilized trypsin had no loss of activity 








with  immobilized  trypsin  a  positively  correlated  tendency  was  seen  between  the 
number of covalently attached PEG groups and activity.  In fact  for the sample with the 
highest  degree  of  PEGylation,  the  specific  activity  was  elevated  by  almost  90%.  In 
contrast  the  opposite  trend  can  be  observed  for  the  freely  PEGylated  samples.  Even 
though  the  activity  for  the  sample  with  the  conjugates  with  one  attached  PEG  group 
increased by  approximately 20%,  conjugates with  two or  three PEG groups  showed a 
clear drop in activity.  
  The  results  found  in  the  current  work  are  consistent  with  what  was  found  by 
Petersen  (2007)  for  trypsin  reacted  with  5  kDa  SC‐mPEG,  in  so  far  as  conjugates 
produced  from  immobilised  trypsin had higher activity  towards azocasein and BAPNA 
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Figure  3.18:  Fold  change  of  activities  for  PEG­conjugates  produced with  immobilized  or  free 
trypsin,  for  the data presented  in Table 3.5.  Left  figure  shows  the  fold  change of  activities of PEG 
conjugates  towards  the  small  substrate  BAPNA, while  the  right  side  shows  the  activity  as measured 
using the large substrate azocasein.  
 
Other  investigators have  found similar results  to  those seen here, and Caliceti et al. 
(1993) reported that trypsin conjugates prepared when immobilized by benzamidine on 
Sepharose  resins  also  displayed  higher  activity  when  compared  to  freely  PEGylated 
samples with or without an  inhibitor present. However, unlike the results obtained by 











and  potential  advantages  of  using  magnetic  particles  was  demonstrated  in  batch 




based on SHM reactors. A  schematic of  the sequence of operations  is  shown  in Figure 
3.19. However, it is to be expected that performance of each of the steps in a pipe reactor 
may not be as efficient as in a well mixed test tube, especially with viscous solutions and 





first step, designated adsorption,  the  target protein (trypsin)  is adsorbed on to benzamidine derivatized 
magnetic  support.  Under  next  step,  denoted  PEGylation,  the  process  of  covalent  attachment  of  PEG  is 









Evaluation  of  continuous  adsorption  of  trypsin  to  magnetic  supports  using 
staggered Herringbone Mixers 
Adsorption of trypsin to benzamidine derivatized magnetic supports is the first step 
in  the  semi‐continuous  PEGylation  process.  Rapid  adsorption  requires  good mixing  of 
the supports and the trypsin. After a number of preliminary experiments with different 
prototype  pipe  reactors,  such  as  those  used  by  Ferré  (2005),  staggered  herringbone 
mixers (SHM) were selected for further investigation. The experimental setup consisted 
of  a  dual  syringe  pump  and  a  single  SHM  type  unit  (see  Figure  3.3).  Based  on  the 
investigation  of  adsorption  kinetics  above  (Figure  3.8)  it was  decided  to  focus  on  the 




were  fed  at  115  µl/min,  thus  leading  to  a  combined  flow  of  230  µl/min  and  2‐fold 
dilution. From the point of merger between the two flows and to the collection point, the 

















the SHM‐3A reactor, while  (●) are data  from a control experiment using microtubes.  (C+D) shows  the 
performance of the SHM‐2A (1 ml) as described by bound protein (C) and by bound proteolytic activity 
(D).  (○) Represents data points  collected using  the SHM‐2A reactor, while  (●)  are data  from a  control 
experiment using microtubes. 
 
Table  3.6:  Langmuir model  parameters  for  isotherms  for  the  SHM­type  reactors  presented  in 
figure 3.20. Qmax  represents  the maximum  binding  capacity while  kd  indicates  the  dissociation  value 
(concentration at which 50% capacity is achieved). QMax/kd reflects the initial slope of the isotherm and 
is referred to as tightness of the binding. 
  Qmax   kd   Qmax/kd   Qmax   kd   Qmax/kd  
mg/g (StdErr)  mg/ml (StdErr)  µM (StdErr)  l/g  UBAPNA/g (StdErr)  UBAPNA/l (StdErr)  l/g 
SHM­3A  173.2 (12.5)  0.189 (0.052)  7.94 (2.2)  0.92  3.8020 (0.245)  0.0010 (0.0005)  3.8 
Reference 2.5 min  98.7 (5.7)  0.0785 (0.023)  3.30 (0.97)  1.3  5.5498 (0.229)  0.0012 (0.0003)  4.6 
SHM­2A  162.9 (11.8)  0.1305 (0.036)  5.48 (1.5)  1.3  6.1215 (0.402)  0.0018 (0.0008)  3.4 



















and  the  5  minute  well  mixed  tubes,  respectively.  Values  for  Qmax/kd  were  also 
comparable.  In  contrast,  the  performance  of  the  SHM‐3A with  a  2.5 minute  residence 
time was much worse  than  that  for well mixed  tubes with  the  same  incubation  time: 
Qmax) was found to be ca. 33% lower  (99 mg/g or 3.8 U/gcompared to 153 mg/g or 5.6 
U/g) and kd values were 2.5  fold higher  for  the SHM‐2A. Thus the tightness of binding 
(i.e. Qmax/kd ) was decreased by 2‐fold from 0.72 to 1.3 l·g‐1 and from 2.1 to 4.6 l·g‐1, for 





To evaluate whether  the PEGylation  step  could be performed using a SHM type mixer 
unit,  a  setup was prepared as described  in  section 3.2.5  and presented  in Figure 3.4c. 
Briefly, the same dual action syringe pump used in the adsorption study and a Staggered 
Herringbone  Mixer  type  2B  unit  (SHM‐2B)  with  an  internal  volume  of  2  ml  were 




at  226  µl/min,  resulting  in  a  combined  flow  of  452  µl/min.  This  gave  a  process  time 
corresponding  to  5.1 minutes when  a  40  cm  x  1 mm  internal  diameter  exit  tube was 
used  after  the  mixer.  Termination  of  the  reaction  and  collection  of  the  immobilized 
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Figure  3.21:  Reduced  SDS­PAGE  gels  showing  elution  fractions  following  PEGylation  of 
immobilized  trypsin using various  concentrations of 2 kDa SC­mPEG.  Left  gel  shows  the  results 
obtained from the SHM‐based process, right shows the results of reference microtube based experiment 




  As can be seen in Figure 3.21,  the results of  the SDS‐PAGE analysis show the same 
PEGylation  profiles  for  all  the  reactions  conducted  in  the  SHM‐2B  system  and  those 
conducted  in  well  mixed microtubes.  In  both  cases  higher  PEG  concentrations  led  to 
conjugates with more PEG groups attached, as was also seen in earlier trials (Figure 3.9). 






























Samples  originating  from  reactions  conducted  using  10  mg/ml  and  20  mg/ml  SC‐
mPEG all show a remarkable resemblance and a total of three bands could be observed 
on the SDS‐PAGE gels, reflecting the presence of two species of positional PEG isomers 
carrying one or  two PEG groups,  as well  as  the band  corresponding  to native  trypsin. 
The  samples  generated  using  40 mg/ml  SC‐mPEG  revealed  the  presence  of  four  PEG‐
conjugate  derived  bands  representing  species with  1‐4  attached  PEG  groups.  Further 
analysis using MALDI‐TOF spectra  (figure 3.22) confirmed  the  interpretation  from the 
SDS‐PAGE  results.  On  the  basis  of  these  results  it  was  concluded  that  the  Staggered 





step  during which  excess  reagents were  removed,  the  PEG  conjugates  eluted  and  the 
magnetic support separated from the product. However, unlike the previous steps in the 
process, which could be performed in a continuous mode, this part of the process could 
only  be  performed  batch‐wise  due  to  the  technical  limitations  of  the  HGMS magnetic 
separator setup described under section 3.2.5 and shown in Figure 3.26D. To investigate 
the performance of this step, 40 mg magnetic supports carrying PEGylated conjugates of 

















of  three  serial  elution  steps  performed 
using the semi­continuous HGMF system.
The number at the top of each lane reflects 
the  number  of  the  elution.  The  arrow 
indicates  the native  trypsin band while  the 
bracket  indicates  the  position  of  the  PEG 
conjugates formed.  
  
During  microtube  based  PEGylation  experiments,  as  many  as  three  consecutive 
elution  steps were  needed  to  recover  all  the  PEGylated  products  and  two  steps were 
routinely used by Petersen (2007). However, as is seen in the Figure 3.23 a single step 
elution  was  sufficient  in  the  current  work.  The  observed  increased  efficiency  of  the 
elution  step,  when  performed  using  the  semi‐continuous  setup,  was  unexpected  and 
may be connected to the slow release of the magnetic support from the magnetic filter. 





The  individual  components examined  in  the previous sections were assembled  into 







characterization  of  the  process  were  4  mg/ml  and  1.2  mg/ml,  respectively.  The 
concentration of activated PEG solution used was 0, 10, 20 or 40 mg/ml and was in all 














proceed  for 15 minutes before any  samples were gathered. To  test  for  stabilisation of 
the  system,  a  small  sample  of  the  support  was  also  secured  prior  to  initiation  of 


















Figure  3.24:  Reduced  SDS­PAGE 
analysis showing the PEG profiles of 
conjugates  eluted  from  magnetic 
support  secured  immediately  after 
the process was started (0 min) and 
after the complete process had been 
running  for  22  minutes  (22  min). 
The arrow  indicates  the native  trypsin 






figure  3.24  showed  excellent  performance  of  the  system  over  the  22  minute  period 
examined. The profile  of  the PEG  conjugates produced  could  be  controlled by  varying 
the  concentration  of  activated  PEG  used,  delivering  conjugates with  1,  2,  or  3  groups 
attached  (Figure  3.24).  The  system  also  showed  excellent  stability,  the  PEG  conjugate 
profiles after 22 minutes of processing were  the same as  those produced  immediately 
after the process was started. Furthermore, the profile of PEG conjugates is as expected 
from  the  preliminary  trials  (Figure  3.21).  The  complete  semi‐continuous  PEGylation 
process was also performed for a 40 minute period to generate larger amounts of PEG 
conjugates. SC‐mPEG concentrations up to 40 mg/ml were used and the PEG‐conjugates 














 0  10  20  40 
Figure  3.25:  Trypsin­PEG  conjugates 
produced  by  the  full  HGMF­Based 
semi­continuous  PEGylation  process. 
The  arrow  indicates  the  native  band 
while  the  bracket  indicates  the  position 
of  the  PEG  conjugates  formed.  The  SC‐



















final  process,  which  exhibited  the  performance  expected.  A  key  to  the  success  of  the 
complete process was ensuring adequate mixing  in each stage, which  in this case, was 
accomplished using staggered herring bone mixers.  
 It  was  established  that  protein  adsorption  to  the  magnetic  supports  was  a  fast 
process and that control of the PEGylation process could be achieved by tight regulation 
of  reaction  time  as  well  as  concentration  of  the  activated  PEG.  Termination  of  the 
reaction was best achieved by addition of lysine, which provided a source of free amino 
groups for reaction with excess activated PEG. Comparison of the activity of conjugates 
prepared  using  immobilized  trypsin  and  enzyme  in  free  solution  supported  the 
hypothesis  proposed  by  Petersen  (2007)  that  immobilization  via  the  active  site 
preserves  enzyme  activity  and  serves  to  promote  formation  of  conjugates  displaying 
positive effects of PEGylation.  
  The  PEGylation  process  developed  here  was  in  itself  fully  continuous  but  was 






































































































































































be used as  the basis  for a  semi‐continuous process  for  controlling protein PEGylation. 
The process revolved around sequential continuous steps in which the protein was first 
temporarily  anchored  to  the  magnetic  support,  then  modified,  and  the  reaction 
quenched before discontinuous HGMF processing for recovering the modified protein. In 
previous work,  Ferré  (Ferré,  2005A/B)  showed  that  a  similar  semi‐continuous HGMF 
based  process  could  be  used  for  protein  refolding.  These  works  indicate  that  the 
magnetic  support  may  be  a  generic,  convenient  means  of  manipulating  proteins  in  a 
variety of environments and  for a much wider variety of applications  than most other 
works have focused on, i.e. not only for downstream processing. Extending the concept 
developed  in  the  previous  chapter  further,  it  could  be  envisaged  that  the  magnetic 
particle  may  provide  a  support  for  the  continuous  and  scalable  assembly  of  protein 




in  the  proceeding  chapter  (see  figure  3.4a).  The  anchoring  of  a  base  protein  to  the 
support  would  be  step  1  (i.e.  replacing  trypsin  adsorption),  addition  of  the  first 
subunit(s)  for  assembly  would  be  step  2  (i.e.  replacing  the  PEGylation  reaction)  and 
addition of  the  third  subunit(s) would  be  the  final  step  (i.e.  replacing  the  termination 
reaction  in  figure 4.3a), before using HGMF to recover  the purified protein complex  in 
solution. To explore the potential of magnetic supports for assembly line manufacture of 
protein  complexes,  the  nano‐bio  motor  based  on  the  FoF1  ATP  synthase  was  chosen. 
Thus  the  overall  aim  of  the  study  presented  in  this  chapter was  to  examine whether 








abundant  and  multimeric  protein  complex 
required  for  the  coupling  of  the 




(Senior 1988). The  complex  is  found  in  the 
mitochondrial  inner  membrane,  the  inner 
membranes  of  bacteria  and  the  thylakoid 
membrane  of  chloroplasts  and  belongs  to 
the  enzyme  class  of  acid  anhydride 
hydrolases  (EC  3.6).  The  F‐type  ATPase  is 
structurally  divided  into  two  very  distinct 
regions  (Figure  4.1),  namely  a  membrane  bound  part  denoted  FO  and  a  membrane 
peripheral part known as F1, connected by a slender stalk (Walker and Collinson, 1994).  
The total number of distinct subunits found in connection with the FOF1‐ATP synthase 
complex  differs  from  organism  to  organism,  and  may  exceed  more  than  twenty  in 
eukaryotes.  For  the  bacterial  F‐type  complex  the  number  is  limited  to  only  eight. 
However, despite differences in both the total number of subunits as well as the unique 
components,  structural  investigations  have  revealed  a  remarkable  similarity  and  this 
suggests that the mode of action is highly conserved through evolution (Wilkens 2000, 
Pedersen  et  al.,  2000).  Computer  aided  modeling  studies  combined  with  x‐ray 
crystallography  structures  have  revealed  that  the  F1‐ATP  synthase  complex  is  highly 
monodispersed. The /‐subunits are placed on a stalk like structure composed of the  
subunit, which  in  turn  serves  as  connecting  link  to  the F0 part of  the  complex  (Figure 
4.1). The ‐subunit interacts with the / structure, while the ‐subunit is located at the 
base of the Stalk and appears also to be connected via the  subunit (Wilkens et al. 1995, 
1997,  2000).  The  coupling  between  the  synthesis  of ATP  and  the  charge  gradient  has 
been well studied and the energy required for the generation of ATP is harvested by a 
downhill flow of protons through the FO domain, which results in a physical rotation of 
Figure  4.1:  Structural  model  of  the 
Escherichia  coli  FOF1­ATPsynthase.  The 
FOF1‐ATP  synthase  consists  of  eight  different 
subunits  arranged  in  two  distinct  parts 
denoted  FO  (a,  b,  c)  and  F1  (,  ,  ,  ,  ) 

















and  ADP.  Under  conditions  where  the  F1  part  is  dissociated  from  the  F0  domain,  the 
reverse reaction is favoured and the energy released by the hydrolysis of ATP causes a 
transfer of mechanical energy in the opposite direction (Kinosita et al. 2000; Yoshida et 
al.  2001).  A  direct  observation  of  the  rotation  of  the  F1‐ATP  synthase  from  the 
thermophilic bacteria Bacillus PS3 was published in 1997 by Noji and co‐workers (Noji 
et  al.  1997)  in  an  intriguing  study  in which  the  complex was  immobilized  on  a  glass 
surface. Through the attachment of an actin filament carrying a fluorescent probe it was 




a  similar  value  and  in  addition  to  this  calculated  the  energy  efficiency  to  be 
approximately 90%, making  the F1‐ATPase not only  the  smallest  known  “engine”,  but 


































workers  (1977)  successfully  reassembled  a  complex  consisting  the ,   and    subunit 
and demonstrated that this minimal subset of components were enough to achieve ATP 
hydrolyzing activity. However, reconstructed F1‐ATPase consisting of ,  ,  and the  or 
  subunits  was  also  reported  by  Shin  et  al.  (1996).  In  that  study,  reassembly  was 
achieved by  initial  immobilization of  the ‐ and ‐subunits via an amino‐terminal GST‐
tag  using  standard  glutathione‐sepharose  chromatography  material  and  it  was 
demonstrated that the  subunit promotes activity, while the presence of the  appeared 
to have the opposite effect.  
Inspired  by  the  above  reports  and  other  studies,  three  assembly  strategies  were 







ATPase  complex  (alpha,  beta,  gamma,  delta  and  epsilon)  the  initial  work  involved 
preparing plasmids harbouring recombinant forms of the subunits. The presence of the 
poly‐histidine tags permitted purification by metal chelate affinity chromatography after 
















All Chemicals  including  the GenElute Plasmid Miniprep Kits used  in  the study were 
obtained  from  Sigma‐Aldrich  (Sigma‐Aldrich,  St.  Louis,  MO  63103,  USA)  unless 
otherwise  mentioned.  The  E.  coli  expression  strain  BL21(DE3)  was  purchased  from 
Stratagene  (11011  N.  Torrey  Pines  Road  La  Jolla,  CA  92037,  USA)  as  ready  made 
competent cells. The E. coli strain DH5 used for DNA manipulation was obtained from 
an  in‐house  stock  and  made  competent  using  the  method  described  by  Inoue  et  al. 
(1990). Enzymes used in connection with DNA manipulations and the expression vector 
pTwin1 were obtained from NEB (New England Biolabs, Ipswich, MA 01938‐2723, USA), 
while  Phusion  High‐Fidelity  DNA  Polymerase  (F‐530)  was  obtained  from  Finnzymes 
(Finnzymes  Oy,  02150  Espoo,  Finland).  Primers  was  purchased  online  from  Sigma‐
Aldrich, while sequencing was performed using the mail/web service provided by MWG‐
Biotech  (Eurofins  MWG  Operon,  85560  Ebersberg,  Germany  /  www.mwgdna.com). 
Chelating Sepharose Fast Flow chromatography media and the GFX PCR DNA/Gel Band 
Purification Kit were acquired from GE Healthcare (GE Healthcare Bio‐Sciences AB, SE‐
751 84 Uppsala,  Sweden). Amylose  embedded magnetic  beads  and DNA manipulating 
enzymes were acquired from NEB (New England Biolabs, 240 County Road, Ipswich, MA 
01938‐2723, USA), while prototype biotin derivatized magnetic particles were received 
as  a  gift  from Priv. Doz. Dr.‐Ing. Matthias  Franzreb  (Institute  for Technical  Chemistry, 
Forschungszentrum  Karlsruhe,  76344  Eggenstein‐Leopoldshafen,  Germany). 
Neodymium block magnets were obtained  from Danfysik A/S  (Jyllinge, Denmark)  and 
Hindsbo magneter Aps  (Roskilde, Denmark),  and magnetic  racks were made  in‐house. 
Precast  SDS‐PAGE  gels,  AcTEV  protease  and  buffers  were  obtained  from  Invitrogen 
(Carlsbad, California, USA). The BCA assay and Coomassie Plus Bradford Assay reagents 
were purchased from Pierce Biotechnology (Thermo Fisher Scientific, Illinois, USA). All 
DNA  manipulation  was  performed  according  to  instructions  given  by  the  respective 







The  aminosilane  terminated  magnetic  base  matrix  was  prepared  as  described  in 
chapter  2.  Briefly,  they  were  prepared  from  iron(II)/iron(III)  chlorides  and  3‐
aminopropyltriethoxysilane,  according  to  the  procedures  described  by  Hubbuch  and 
Thomas (2002). Polyglutaraldehyde coating was then conducted as described by O’Brien 
et al.  (1996), while subsequent attachment of  the allyl glycidyl ether  link, bromination 
and  coupling  of  iminodiacetic  acid  were  carried  out  as  described  by  Heebøll‐Nielsen 
(2002). Particles were stored in storage buffer (20 mM sodium phosphate, 1 M NaCl, pH 
6.8) at 4°C until required. Particle concentrations were determined using a dry weight 





urea)  ranging  from  0  to  0.6  mg/ml  were  prepared,  and  0.5  ml  was  added  to  2  mg 
copper(II)  pre‐charged  IDA‐magnetic  particles.  The  resulting  suspension  was 
subsequently  incubated  with  vigorous  shaking  for  30  minutes  at  room  temperature, 
after which the magnetic support was separated by centrifugation and a sample of the 









was  done  after  autoclavation.  SOC medium  (transformation):  2%  w/v  bacto‐tryptone, 











mPGA  support  was  charged  with  copper(II)  as  described  above  and  subsequently 
incubated  with  1  ml  denaturing  buffer  (100  mM  phosphate,  10  mM  This,  8  M  urea) 
containing 0.6 mg/ml H. After a 30 minute incubation period under vigorous shaking, 
the magnetic support was washed three times in denaturing buffer. At this point 200 µl 
of  a  denaturing  buffer  containing  2  mg/ml  H  and  2  mg/ml  H  was  added  to  the 
immobilized H and the resulting suspension transferred to a tube containing 12 ml of a 
reconstruction  buffer  consisting  of  50  mM  succinate‐tris  (rapid  dilution),  pH  6 
supplemented with 5 mM ATP, 5 mM MgSO4, 10% w/v glycerol and 0.5 mM EDTA. The 
resulting  suspension was  afterwards  incubated  overnight  at  room  temperature  under 









phosphate  was  subsequently  determined  using  the  Pi  colorLock  Gold  system  (Innova 
Biosciences Ltd., Cambridge CB22 3AT, UK) as described by the manufacture.  
HPLC:  Ion‐pair  HPLC  chromatography  for  ATP  and  ADP  determination  was 
performed  using  an  Agilent  HPLC  1100  system  (Technologies,  Santa  Clara  CA  95051, 
USA)  equipped  with  a  10  cm  Luna  C‐18  column  (Phenomenex,  Torrance,  CA  90501‐
1430,  USA)  and  DAD  detector.  The  flow  rate  was  fixed  at  0.3  ml/min  and  the 





supplemented with  10 mM  tetrabutylammoniumchloride  and  phase  II  consisted  10% 
H2O  and  90% methanol.  At  the  initiation  of  the  procedure  the  flow was mixed  90:10 
(Phase  I/Phase  II)  and  stepwise  reversed  over  a  period  of  10  minutes.  Prior  to  the 
analysis, samples containing pure ADP or ATP were used to identify their corresponding 
peaks and it was established that the retention time was approximately 4.5 minutes and 




establish  possible  alterations  caused  by  F1‐ATPase  mediated  hydrolysis  of  ATP  and 
subsequent  release  of  phosphate,  the  Pi  ColorLock  Gold  kit  (Innova  Biosciences  Ltd., 
Babraham,  Cambridge  CB22  3AT,  UK)  was  used  according  to  the  manufacturers 
instructions,  except  that  it  was  conducted  in  microtiter  plates  .  Adsorption  of  the 




addition  of  5%  v/v mercaptoethanol  and  1/4  volume  4x  NuPAGE  LDS  sample  buffer 
(Invitrogen,  Carlsbad,  California,  USA)  followed  by  10  minutes  of  heating  at  96°C. 
Reducing  SDS‐PAGE  was  performed  using  the  NuPAGE  Novex  Bis‐Tris  precast  gel 
system  from  Invitrogen  combined  with  MES  SDS  running  buffer  according  to  the 
manufactures reccomendations. The protein bands were visualised with Coomassie blue 




2‐propanol,  10%  v/v  Glacial  acetic  acid)  or  until  the  protein  bands were  visible.  Gels 
were  then  incubated  overnight  in  distillated  water  with  shaking.  Gel  images  were 












the  T7  RNA  polymerase  through  addition  of  isopropyl  β‐D‐1‐thiogalactopyranoside 
(IPTG). 
 
Subunits  alpha,  beta  and  gamma:  Prior  to  the  preparation  of  the  DNA  constructs 
expressing  the  recombinant  amino‐terminal  tagged  ATP  synthase  subunits,  which 
included the alpha, beta and gamma, a common precursor vector denoted pTwin1‐HAT 
was prepared. The vector was created by  insertion of a small DNA  fragment encoding 
the  19  residue  HAT  tag  (KDHLIHNVHKEEHAHAHNK)5,  an  AcTEV  protease  specific 
sequence  (ENLYFQG)  and  an  alanine  linker  (3x  ala)  made  from  the  primer  set  HAT‐
fw/HAT‐rv. The pTwin1 vector was double digested with NdeI and NotI resulting in a 6.9 
kb  fragment,  which  subsequently  was  purified  from  an  agarose  gel  using  the  GFX 
system.  Before  the  ligation was  performed,  the mixture  of  the  primers was  heated  to 
95°C  and  subsequently  cooled,  promoting  the  formation  of  dsDNA  with  NdeI­NotI 
compatible  ends.  To  create  plasmids  pTwin1‐H,  pTwin1‐H  and  pTwin1‐H  ,  PCR 
reactions  were  performed  using  plasmid  pSH1  (kindly  provided  by  S.  Helmark, 
Department  of  Systems  Biology,  Technical  University  of  Denmark)  as  template  (pSH1 
carried the sequences encoding the E.coli , and  subunits). The primer sets HATA‐Fw 
/A‐Rv  were  used  to  obtain  a  1.6  kb  PCR  product  encoding  the  alpha  subunit,  while 
HATB‐Fw/B‐Rv  and  HATG‐Fw/G‐Rv were  used  to make  1.5  kb  and  1.0  kb  fragments 
harbouring  the  beta  and  gamma  genes,  respectively.  All  PCR  products  were 
subsequently cleaned using the GFX kit, digested with NotI and BamHI and inserted into 
a 5.9 kb gel purified fragment originating from pTwin1‐HAT, likewise digested with the 
same  set  of  restriction  enzymes.  The  resulting  plasmids were  initially  analyzed  using 










using pSH1  as  template.  The  resulting  0.9  kb purified PCR product was digested with 








options  (MBP,  SA,  HAT)  allowing  binding  to  be  performed  with  a  wide  selection  of 
available magnetic particles. Besides this,  the  included MBP tag also played the role of 
increasing the solubility of  its  fusion partner, which  is especially needed in the case of 
the  streptavidin  tag  (Sørensen  et  al.,  2003).  To  prepare  the  recombinant  constructs, 
several  PCR  reactions  were  performed  using  the  following  approach.  A  1.7  kb  PCR 
product  encoding  the  MBP  and  SA  domains  as  well  as  C‐terminal  6xHis  tag,  was 
generated using the primer set MBPSA‐Fw/MBPSA‐Rv and plasmid pET15b‐MBP‐SA as 
template (kindly provided by K.K. Mortensen, Department of Molecular Biology, Aarhus 





which  included 10  rounds  of  initial  splicing  of  the  two DNA  fragments  (1.7/0.6  kb  or 
1.7/0.4 kb) using an annealing temperature of 60°C in the absence of primers, followed 
by 20 rounds of amplification of the fused DNA using the primers sets MBPSA‐fw/D‐rv 
or MBPSA‐fw/E‐rv.  A  schematic  presentation  of  the  cloning  procedure  is  available  in 











Figure  4.3:  Schematic  overview  of  the  preparation  of  plasmids  used  in  this  study.  (A) The 
construction  of  the  HAT‐tagged  ATP  synthase  subunits  (#:  H,  H  and  H).  (B)  Preparation  of  the 
chimeric  and  constructs. (C) Illustration of the strategy used for making the plasmid enabling over 
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Figure  4.4:  Schematic  overview  of  the  recombinant  ATPase  subunits  produced  in  this  study. 
Abbreviations:  AcTEV  =  Modified  Tobacco  Etch  virus  protease  cleavage  site,  MBP  =  Maltose  binding 
protein (38.6 kDa), H = 6xHis tag, L1 = Linker with factor Xa protease cleavage site (FXa), HAT = Histidine 
Affinity Tag (3.3 kDa) and SA = Streptavidin (17.8 kDa). The numbers under the figures reflect the residue 



































recombinant subunits.  In each case  the  test was carried out  in 10 ml shaken  test  tube 
cultures  using  LB medium  supplemented  with  ampicillin,  which  had  been  inoculated 
with  0.2  ml  of  an  overnight  preculture.  To  increase  biomass  before  induction,  the 
cultures were incubated at 37°C for 4 hours before being placed at the temperature at 
which  expression  was  tested.  They  were  then  induced  using  0.5  mM  isopropyl  β‐D‐
thiogalactopyranoside  (IPTG)  and  incubated  for  3,  5  or  8  hours.  The  cells  were  then 
harvested and lysed using  lysozyme (0.5 mg/ml for 30 minutes at room temperature), 














































































































the  arrow  indicates  the  position  of  the  expressed  protein  of  interest.  Cells  cultivated  at  16°C  were 













































































































translation of  the  recombinant ATP synthase unit was  initiated by addition of 0.5 mM 
IPTG. Cultivation was continued at 37°C for an additional period of 2 hours after which 






To  determine  the  best  solubilization  conditions  for  the  over  expressed  subunits 
resulting  from  the  large  scale  cultures,  5  ml  samples  were  spun  at  5000  rpm  in  a 





up  in  equal  sized  fractions.  The  separated  fractions  were  subsequently  treated  with 
various  concentrations  of  urea  to  dissolve  any  inclusion  bodies  and  incubated  at  4°C 
overnight,  after  which  they  were  spun  at  17000  rpm  for  10  minutes.  The  resulting 
supernatant  were  collected  (designated  as  the  S  fraction),  while  the  remaining  pellet 
was washed 2 times before being dissolved in 8 M urea supplemented with 1% Triton‐X 
and  10  mM  mecaptoethanol  (referred  to  as  P  fraction).  The  collected  samples  were 
analysed  by  SDS‐PAGE  (Figure  4.6).  For  cells  overexpressing  the  native    subunit  or 
either of the maltose‐streptavidin constructs (MS/MS) only the PBS as well as the urea 






subunit was  soluble.  All  the  other  subunits  required  treatment  of  the  cell  pellet with 
urea  to  solubilise  the protein,  indicating  that  they were primarily present as  inclusion 
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using a phosphate buffer  supplemented with 8 M urea  to achieve  the highest possible 
yields. The HAT affinity tag is known to function in denatured proteins. All polyhisitidine 
tagged  subunits  were  pretreated  using  a  common  approach,  which  involved  cell 
disruption  using  Cell  Lytic  B  reagents  (Sigma‐Aldrich)  supplemented with  0.5 mg/ml 
lyzosyme  and  1  mM  phenylmethanesulphonylfluoride  (PMSF)  as  described  by  the 
manufacturer. The cell debris was subsequently pelleted by centrifugation at 17000 rpm 
for  10 minutes  at  4°C  in  a microfuge, washed  three  times  times using PBS buffer  and 
finally resuspended in 80 ml solubilization buffer (8 M urea, 20 mM Tris‐HCl, pH 8).  
  Immobilized  metal  ion  affinity  chromatography  (IMAC)  was  performed  using  a 
Gradifrac  and  a  peristaltic  pump  (P‐1),  with  a  C16/20  column  packed  with  20 ml  of 
chelating Sepharose Fast flow matrix charged with Ni2+ according to the manufacturers 
recommendations  (all  products  of  Amersham  Biosciences  AB,  SE‐751  84,  Uppsala, 
Sweden).  To monitor  the  outlet  of  the  column,  a UV‐detector  and  a  pH‐detector were 
used between  the  column exit  and  the  fraction  collector.  For  each of  the  recombinant 
ATPase subunits, the metal affinity chromatography purification was performed using a 
similar  approach.  65  ml  of  the  solubilized  subunit  in  question  was  loaded  on  to  the 
column at  1 ml/min  followed by  a washing  step  (50 mM Na2HPO4,  pH 5.9,  8 M urea) 








on  the subunit  in question.  In case of over expressed native   subunit  (i.e. without  the 







(i.e.  containing  8  M  urea)  overnight  at  4°C.  The  H ,  H ,  H   and     subunits  were 
estimated  by  visual  inspection  of  SDS‐PAGE  gels  to  have  purities  greater  than  90% 
(Figure 4.7). 
  
      Ni2+­IMAC     HAT­  HAT­  HAT­ 
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of  the  subunits  after  purification:  (A)
The  HAT‐,  HAT‐  and  HAT‐.  (B)  ‐
subunits  from  washed  inclusion  bodies. 
‘L’  Indicates  the  loaded  sample  and  ‘E’  is 







4.8)  revealed  that  the  samples  contained  signification  amounts  of  impurities  and  to 
improve  the  purity,  an  additional  step  of  gel  filtration  using  Sephacryl  S‐300  HR  (GE 
Healthcare  Bio‐Sciences  AB)  was  performed.  A  60  cm  long  column  with  a  0.9  cm 
diameter was  packed with  38 ml  gel matrix  and  2 ml  of  sample was  loaded  onto  the 
column  at  0.2 ml/min,  followed  by  continued  pumping  of  solubilization  buffer  at  the 
same speed. The contents of all collected samples were analyzed by SDS‐PAGE and the 
results revealed that the gel  filtration step had significantly improved the purity of the 
MS  subunit,  while  the  procedure  had  been  less  successful  in  the  case  of  the  MS. 
Supplementary material including extended SDS PAGE analysis of the collected fractions 
and chromatograms may be found in appendix C. 
To summarise,  for  the studies of ATPase assembly on magnetic adsorbents,  the H , 








Figure  4.8:  Reduced  SDS­
PAGE  analysis  of  the 
purification  of  the 
recombinant  MS  and  MS. 
Purification  was  performed 
using  Ni2+  charged  Sepharose 




terminated  translation  of  the 
recombinant  MS.  ‘L’  Indicats 
the loaded sample and ‘E’ what 




















active  form  of  the  F1‐ATP  synthase  complex  using  magnetic  supports,  three  main 
strategies were planned based on the use of three different types of magnetic support. 
However,  in  all  cases  the  methods  employed  were  inspired  by  successful  previous 
reports by Futai  (1977), Dunn et al.  (1979), Shin et al.  (1996) and Ekuni et al.  (1998). 




present. Based on  the previous  successful  reports  of  assembly,  the denatured H, H, 
H/  and MS/ MS were mixed  in various combinations using a  stoichiometric molar 
ratio  of  ca.  3:3:1:1  (10  µg,  9  µg,  2  µg  and  2  µg)  and  dialyzed  overnight  at  room 
temperature  against  a  reconstruction  buffer  consisting  of  50 mM  succinate‐tris,  pH  6 
supplemented with 5 mM ATP, 5 mM MgSO4, 10% w/v glycerol, 1 mM DTT and 0.5 mM 




for  different  combinations  of  subunits.  For  all  combinations,  ATP  hydrolysis  was 
observed,  indicating active  assembled ATPase was produced. The highest  activity was 
seen  from  the  combination of H  + H  +    subunits.    Furthermore  it was possible  to 
achieve assembly using both the native form of the  subunit as well as H. The results 
























4.10).  The  straight  forwardness  of  the  approach  employing  the  minimal  subset  of 
subunits known to give an active complex (Futai et al., 1977) was expected to outweigh 
the above finding (Figure 4.9) that non‐tagged   subunit resulted in the highest activity. 
Iminodiacetic  acid  (IDA)  coupled  non‐porous  polyglutaraldehyde  magnetic  particles 
(IDA‐mPGA) prepared as described  in  the materials and methods were employed. The 
magnetic supports were first charged with copper(II) ions followed by initial binding of 
the  purified  HAT  tagged    subunit  (H)  under  denaturing  conditions.  The  next  step 














To  study  the  performance  of  Cu2+  charged  IDA  coupled  magnetic  support,  an 
investigation of the adsorption of the purified, denatured HAT‐tagged  subunit  in 8 M 




charged  IDA­mPGA  particles.  Data  points  were  obtained  by  measurement  of  the
unbound protein fraction using the BCA assay and fitted to the Langmuir equation.  
 
















































































of  the  IDA‐coupled  support  for  reconstitution  of  the  F1‐ATPase  was  identified.  In 
previously  published  reports  by  Futai  et  al  (1977),  Dunn  et  al.  (1980)  and  Shin  et  al. 
(1996)  and  others,  the  buffer  used  during  assembly  was  supplemented  with  both 
dithiothreitol  (1 mM DTT) and ethylenediaminetetraacetic acid  (0.5 mM EDTA). EDTA 
will  be  expected  to  chelate  the  copper  ion  on  the  magnetic  support,  thus  releasing 
affinity bound proteins and DTT will reduce the Cu(II) on the magnetic supports to Cu(I) 
thus  also  releasing  bound  proteins.  In  addition  to  this  the  pH  value  of  6,  which  was 
shown by previous workers  to promote  the highest degree of ATPase assembly  is  too 
low  to maintain  adequate  binding  to  the metal  chelate  support  due  to  the  pKa  of  the 
histidine residues in the HAT‐tag (Terpe et al. 2003). The incompatibility of 1 mM DTT 
was  confirmed  by  observing  that  it’s  addition  to  a  solution  of  0.1  M  CuSO4  caused  a 
colour  change  from blue  to  green,  i.e.  from  copper(II)  to  copper(I).  To  investigate  the 
impact  of  buffers  with  0.5  mM  EDTA  or  pH  6  on  adsorption,  an  investigation  of  the 
release  of  H  from  Cu2+  charged  magnetic  supports  was  performed  and  the  results 
analysed by SDS‐PAGE. The results in Figure 4.12 show that no band was seen (lanes 2 
and  3)  in  supernatants  following  two  consecutive  5  minute  washes  of  H   preloaded 
magnetic supports with buffers containing 0.5 mM EDTA and then Tris‐succinate at pH6. 








Figure  4.12:  Reduced  SDS­PAGE  gel  showing  the 
effects of buffers containing 0.5 mM EDTA or at pH 6 
on the release of H bound to copper(II) charged IDA 
derivatized  magnetic  supports.  Lane  (1)  contains  a 
sample  of  the  loaded  H ,  (2)  EDTA  wash  fraction  (0.5 
mM) and (3) succinate‐Tris wash fraction (pH 6). Lanes 
marked (4) and (5) contain consecutive elution samples 
obtained  after  10  minutes  incubation  using  a  buffer 
supplemented  with  250 mM  imidazole.  The  size  of  the 
recombinant H is 34.6 kDa and the corresponding band 
is  marked  with  an  arrow.  ‘M’  Refers  to  a  protein 
standard.  Adsorption  was  performed  for  30  minutes 
using 4 mg Cu2+ charged magnetic support suspended in 
1 ml 100 mM sodium phosphate buffer/8 M urea (pH 8) 
containing  0.6  mg/ml  H.  Washing  and  elution  was  in 
each  case performed  for 5 minutes  in 0.4 ml buffer. All 
buffers contained 8 M urea. 





  To  further explore  the assembly strategy,  the next step  in  the  investigation was  to 
add  the  remaining  subunits  in  urea,  followed  by  changing  the  conditions  from 
denaturing to native, by rapid dilution. Thus the magnetic supports were charged with 
Cu(II)  ions,  then H  in 8 M urea containing buffer was attached and washed  in buffer, 
also containing urea, before both subunits in urea were added and the mixture diluted 
60  times  in  modified  assembly  buffer  and  incubated  overnight  at  room  temperature 
under rotation. After washing, the supports were eluted with imidazole and the samples 
analysed  by  SDS‐PAGE.  The  analysis  showed  no  bands  corresponding  to  any  of  the 











kDa  M  1  2  3  Figure 4.13: SDS­PAGE gel showing the results of a study of the 
assembly of  the F1­ATP synthase using  the recombinant HAT 




sample  of  the  H  containing  fraction  used  during  the  initial 
adsorption  step,  while  the  lane  marked  (2)  contains  a  acetone 
precipitated  sample  secured  after  incubation  with  H  and  H, 
while  the  lane designated  (3)  shows  the  elution  sample  (acetone





the  faint  band  for  H   in  lane  2  (Figure  4.13)  may  indicate  that  the  long  overnight 
incubation at a pH not optimal for binding, and in dilute solution, pushed the isotherm 
for  H   binding  (Figure  4.11)  far  to  the  left  as  the  system  approached  a  new  binding 
equilibrium. This would leave very low amounts of assembled ATPase on the supports 
for detection following elution. Alternatively, it is possible that the shift from denaturing 











use  of  commercially  available  amylose  coupled  agarose‐based  magnetic  beads  (New 
England Biolabs) and subunits with the Maltose Binding Protein tag (MBP). The strategy 
resembled  the  previous  approach  (see  Figure  4.10)  used with  the  IDA‐linked  support 
and involved a series of steps, which revolved around preliminary adsorption of either 
the    (MS)  or  the    (MS)  subunits  via  the  MBP  tag  followed  by  addition  of  the 
remaining components (H, H and H/) (Figure 4.14). However, unlike the previous 
study  in which  the  first binding step was performed  in a denaturing environment,  the 
initial step of adsorption in this case needed to be carried out under native conditions to 
ensure  that  the 38.6 kDa MBP affinity  tag was correctly  folded. To achieve desorption 






native MS  or MS,  (ii) Addition  of H, H,  H  and  dilution  to  allow  refolding  and  assembly,  and  (iii) 
Elution of the complexes formed using maltose. 
 
After  the  dialysis  and  thus  the  change  from  denaturing  to  native  conditions,  the 
suspensions containing MS or MS were found to be turbid and thus were centrifuged 
(13000  rpm  for  5 minutes)  to  obtain  a  clarified  solution.  The  recovered  supernatants 
were found to contain 0.3 mg/ml protein for the case of both MS and MS, which was 






















were  prepared  by  three  serial  washing  steps  performed  using  MBP  binding  buffer 
followed  by  an  incubation  step  with  500  µl  dialyzed  MS  and  MS  containing  (each 
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analysis  of  fractions  obtained 
during  binding  studies  of  MBP 
tagged MS and MS subunits using 




band  that  is  believed  to  originate 












MS  had a greater band  intensity  in  the eluted samples as  compared  to MS  (in both 
cases the same protein concentrations were used for support  loading).   Measurements 
of  the  eluted  protein  content  verified  this  finding:  Approximately  1  µg  MS  could  be 
eluted from 10 mg support, while only 0.6 µg were recovered from the same amount of 
particles  in  the  case  of  the MS  subunit.  These  values  correspond  to  a  capacity  of  the 
amylose coupled magnetic support of 10 mg/g and 6 mg/g, respectively. The difference 
in  apparent  capacity/elution  efficiency was  to  some  extent  surprising  as  the  subunits 












and MS,  the  remaining  strategy  aimed at  achieving ATP  synthase  reconstruction was 
performed.  Fresh  amylose  coupled  magnetic  supports  (40  mg)  were  prepared  as 
previously described and split  into  two,  then  incubated with 1 ml of dialyzed solution 
containing either the MS or the MS subunit with mixing by rotation for 1 hour at 4°C. 
After  a  washing  step  performed  using  MBP  buffer  (5  minutes  under  rotation),  the 





All  mixtures  were  incubated  under  rotation  at  room  temperature  overnight  and 
subsequently  washed  three  times  in  assembly  buffer  to  remove  unbound  material 
before being  incubated  in 200 µl MBP elution buffer.In  addition  to  this,  a  control was 
conducted in which 12 mg fresh support was also split into three tubes, resuspended in 



































































(A)  Pre‐adsorption  of  the  MS  adsorption,  (B)  Pre‐adsorption  of  the  MS  adsorption  and  (C)  no  pre‐
adsorption of MS/MS  performed.  (M) Refers  to  a  protein maker.  The Arrows  indicate  the  identity  of 
each band, while indicates a known MS related impurity. 
 
 The  results  showed  that  if  MS  was  attached  to  the  magnetic  adsorbents,  then 
combinations of H, H or H, H, H/ could be recovered in elution fractions (Figure 
4.16  A) which is highly suggestive of an interaction with the immobilised MS  and ATP 
synthase  assembly  when  all  four  subunits  were  present.  The  same  results  could  be 
observed when MS was preloaded to the adsorbents (Figure 4.16 B) and in addition to 
this, H and  could also be captured in the absence of H and H. The contention that 
assembly had occurred  is  supported by  the  control  experiment  in which no elution of 
H , H , H  or   was seen if MS  or MS  were not preloaded onto magnetic adsorbents 
(Figure 4.16 C). The results  in Figure 4.16 also  indicated  that both H  or H  could be 
captured using magnetic supports preloaded with MS or MS, and this result is in full 
agreement  with  a  previous  study  by  Aris  and  Simoni  (1983),  who  found  a  similar 
interaction  using  cross‐linking  analysis.  Interaction  between  the    subunit    and   
subunits was also demonstrated using two hybrid interaction analysis by Moritani et al. 
(1996), however in that study no interaction between  and  or  could be established. 
The  conclusion  based  on  the  SDS‐PAGE  analysis  (Figure  4.16)  suggested  that  the 






and  that  active  F1‐ATPase  was  formed,  the  ATP  hydrolyzing  activity  of  the  eluted 
samples  was  examined  as  described  above.  Despite  repeated  attempts  to  measure 
activity in the eluted samples none could found, which is believed to be due to the very 
low  amounts  of  the  ATPase,  as  shown  by  measurement  of  the  protein  concentration 
(<0.02 mg/ml).  It was  concluded  that  a more  sensitive  activity  assay was needed.  For 
this  reason  HPLC  analysis  of  the  samples’  ability  to  produce  ADP  from ATP was  also 
performed as described in the materials and methods. However this approach also failed 
to  give  evidence  supporting  ATP  hydrolysis  mediated  by  the  reconstructed  F1‐ATP 








In  the  above  two  strategies  for  ATP  assembly,  evidence  was  seen  from  SDS‐PAGE 
analysis  that  F1‐ATPase  assembly  had  occurred  on  the magnetic  supports  but  in  both 
cases  ATP  hydrolysing  activity  could  not  be  demonstrated.  A major  cause  of  this was 
believed  to be  that  the amount of F1‐ATPase assembled was  too  low  for activity  to be 
measured. Part of the reason for this could be the affinity tags used which were chosen 
for their easily reversed binding (to permit elution), but which may thus have allowed 





Biotin  derivatized  polyvinyl  alcohol  based  magnetic  beads  were  employed  which 
could  be  used  to  immobilise  the    and    recombinant  subunits,  which  possessed  a 
streptavidin  domain  following  the  maltose  binding  domain  (Figure  4.3).  The  general 
approach  resembled  the  two  previously  described  strategies  and  consisted  of  a 
sequence  of  steps,  starting  with  pre‐absorption  of  the  streptavidin  domain  cotaining 
MS  or MS  to  the magnetic  support,  followed  by  addition  of  the  remaining  subunits 
(Figure  4.17).  Due  to  the  extraordinarily  strong  binding  between  biotin  and  the 
streptavidin  (Gitlin  et  al.,  1988),  a  final  step  involving  proteolytic  release  of  the 
assembled ATPase from the support mediated by the AcTEV protease was used. In the 
event  that  protease  mediated  release  of  the  complexes  was  not  efficient,  complete 








Figure 4.17:  Schematic of  the  approach  to ATPase  assembly using biotin derivatized magnetic 
supports. (i) Adsorption of MS or MS under native conditions, (ii) Addition of H, H, H and dilution 
to  native  conditions,  (iii)  Elution  of  complexes  formed  by  proteolytic  digestion  or  (iv)  release  by 
denaturation.  
 
Before  any  binding  studies  were  performed,  attention  was  directed  towards  the 
AcTEV  sites  inserted  in  all  the  recombinant  subunits  and  the  ability  of  the  AcTEV 
protease to successfully mediate the necessary release of the formed complex from the 
magnetic support. Given that the subunits were purified in a denatured state, urea was 
first  removed  from  them by dialysis  overnight  at  room  temperature  using  a  12.4  kDa 
cut‐off membrane  against  a  50 mM Tris‐HCl  buffer,  pH  8  supplemented with  0.5 mM 
EDTA  and  1  mM  DTT.  As  previously  observed,  a  turbid  solution  resulted  which  was 
clarified  by  centrifugation.  Digestion  with  AcTEV  protease  was  then  conducted  using 
500 µl of clarified dialyzed sample overnight at 4°C using the recommended dosage of 
0.5 U of activity per 1 µg protein. However,  a  subsequent SDS‐PAGE analysis  revealed 
that  the digestion was not successful and it was also observed that the  incubation had 
resulted in a turbid solution indicating that protein aggregates had formed. To improve 
the  performance  of  the  AcTEV  protease,  the  experiment  was  repeated  at  room 
temperature using a 5‐fold higher concentration of activity (2.5 U/µg). Visual inspection 
of  the  solution  after  the  overnight  digestion  indicated  that  aggregate  formation  was 
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Figure  4.18:  Silver  stained  reduced  SDS­PAGE  illustrating  the  effects  of  AcTEV  proteolytic 
digestion of the recombinant subunits performed at room temperature. The digest was carried 
out using a 5‐fold higher  concentration of  the AcTEV compared  to  that  recommended. The  type of 
subunit is noted at the top of each gel. U refers to an untreated sample, while X is digested with the 





the case of  the H and H.  In both cases  the H  band almost completely disappeared, 
being replaced by a slightly  lower molecular weight species and a band below 10 kDa, 
corresponding to the HAT tag. However in the case of MS and MS, and especially the 
H  subunit,  only  partial  digestion  was  seen,  despite  the  addition  of  5‐fold  more 
proteolytic  activity  than  recommended  and  prolonged  overnight  incubation  at  room 
temperature. A possible and very likely explanation for the less successful performance 




As  described  in  the  previous  strategy  (i.e.  with  the  use  of  the  amylose  magnetic 
beads), the first step in the analysis of the assembly of the F1 ATP synthase was to verify 
the  ability  of  refolded  subunits  to  be  captured  by  the  biotin‐derivatized  magnetic 
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Figure  4.19:  Reduced  SDS­




magnetic  supports.  Both  gels:
(1)  Loaded  fraction,  (2)  wash
and  (3)  elution  sample.  The
arrow  indicates  the  position  of
monomeric  subunits,  while  #
indicates  multimeric  complexes.




As  can  be  seen  in  Figure  4.19  the  biotin  derivatized  magnetic  support  had 
successfully captured both  the MS  and MS  subunits,  retained them during  the wash, 
and released them during elution. Since the streptavidin affinity tag must be in a native 
confirmation  for  binding,  the  results  indicate  that  refolding  had  been  successfully 
achieved using the dialysis approach implemented. A very interesting observation could 
be made  in  the  lanes  containing  the  eluted  samples,  as  a  collection  of  high molecular 
weight bands could be identified. In nature streptavidin is found as a tetrameric complex 
which has the ability to tightly bind four biotin molecules (Sano et al., 1998; Stayton et 




molecular weight  bands were  seen,  presumably  due  to  a more  disperse  nature  of  the 








Proteolytic  release of  assembled F1‐ATPase  from  the  support was part  the  strategy 
using biotin‐mPVA and to  investigate  if  the AcTEV protease could successfully  interact 
with  immobilized  MS  and  MS  and  mediate  the  release  of    and  ,  a  digest  was 
performed.  2  µg/ml  biotin‐mPVA  support was  loaded with MS  or MS  as  previously 
described  and  subjected  to  proteolytic  treatment  using  2.5  u/µg  using  the  buffer 




could be  identified as digested  fragments originating  from MS  and MS. However, no 










































Figure  4.20:  Investigation  of 
AcTEV  proteolytic  digestion  of  
MS  (A)  and  MS  (B)  subunits 
immobilized  on  biotin 
derivatized magnetic support.  
Label  at  the  referrers  to  the 
following: Uncut: Untreated control 
samples,  Eluted:  Samples  eluted 
from  the  support  using 
denaturation  buffer,  Released: 
Sample  of  the  supernatant.  The 
arrow  indicates  the  identity  of  the 
bands. 
 
Based on the positive results obtained during  the  investigation of  the adsorption of 
MS and MS, and the AcTEV digestion of the immobilized MS and MS, the next step in 
the investigation was to study adsorption of the H, H and H/ by particles preloaded 









initial  binding  and  washing  steps,  the  support  was  divided  into  5  mg  aliquots, 
magnetically separated and resuspended in 500 µl of assembly buffer. Control samples 
containing biotin  linked magnetic beads without pre‐adsorbed MS and MS were also 
included  in  the  investigation.  To  the  suspension  the  various  combinations  of  the 
remaining denatured subunits were subsequently added in the stochimetric ratio 3:3:1 
(H, H and H/) in a final volume of 8 µl, ensuring at least 60‐fold dilution of the 8M 
urea  present.  The  supports were  then  incubated  at  room  temperature  overnight with 
mixing by rotation and the following day washed three times before being subjected to 
’elution’ for 10 minutes using denaturation buffer at room temperature with mixing by 
rotation.  The  resultant  samples  were  subsequently  analyzed  using  SDS‐PAGE  (Figure 
4.21). 
The  SDS‐PAGE  analysis  of  the  ‘eluted’  samples  from  the  biotin  coupled  mPVA 
supports preloaded with either MS or MS indicated the capture of combinations of H, 
H  and  H/,  and  also  H  and H  in  the  absence  of  H/  ,  as  previously  seen.  These 
results were as expected. However in the case of the control, which should not contain 
any  proteins  due  to  the missing  linker  between  the  support  and  the  added  subunits, 





the  assembly  of  F1­ATPase  subunits 
using  magnetic  biotin  derivatized 
magnetic particles. At the top of the gel is 
noted  if  the  sample  arises  from  supports 
with an initially bound subunit or a control 
not  preloaded  with  MS  or  MS.  The 
combination  of  subunits  included  in  the 
second round of adsorption is also shown. 
The  arrows  indicate  the  identity  of  each 
band. The vertical arrow indicates the size 















































activation were present.  If  so, blocking of  the sites of non specific binding may reduce 
the problem of Hα, Hβ, H and  subunits binding to the support, rather than assembling 











Unbound  protein  was  removed  by  repeated  washing  steps  and  the  support  was 
subsequently  incubated  once more  in  a  5%  skimmed milk  solution.  At  this  point  the 




However,  despite  the  efforts  to  reduce  non  specific  subunit  adsorption  using 




































































the  SDS‐PAGE gel  and  it was  concluded  that  these were proteins  originating  from  the 
skimmed milk solution, further demonstrating the lack of affinity of the adsorbents.   
A final attempt to obtain a controlled absorption and to eliminate the nonspecifically 
adsorbed  protein  was  attempted,  in  which  the  washing  steps  were  carried  out  using 
both  the additional  skimmed milk wash and a  specialized 20 minute  treatment with a 
MBP buffer supplemented with 0.1% triton‐X 100. However, SDS‐PAGE analysis (Figure 
4.22)  showed  that  use  of  this  nonionic  surfactant  did  not  improve  the  problem  of 





























































Due  to  the  prototype  nature  of  the  biotin  derivatised  support,  no  information 
regarding the performance of it, or the method by which the beads had been derivatized 












In  this  chapter  recombinant  Escherichia  coli  F1‐ATP  synthase  subunits  engineered 
with  an  N‐terminal  HAT  tag  or  N‐terminally  fused  to  a  maltose  binding 
protein/streptavidin  cassette  carrying  a  sandwich  His6  tag  were  overexpressed  and 
purified  using  metal‐chelate  affinity  chromatography  under  denaturing  conditions. 
Dialysis  of  various  mixtures  of  subunits  against  an  assembly  buffer  leads  to  the 
formation of ATP hydrolyzing activity establishing  that correctly assembled F1‐ATPase 
nano‐engines  could  be  formed  in  free  solution.  To  investigate  the  possibility  of 
promoting  formation  of  the  F1‐ATPase  complex  using  various  magnetic  supports  as 
smart handles, three strategies were attempted using a step by step approach in which a 
single subunit was immobilized and used as scaffold during subsequent reconstruction 
procedure.  In  the  first  attempted  approach  IDA‐couple  mPGA  support  were  used  to 
immobilize  through the HAT‐tag followed by addition of the remaining subunits and a 
rapid  dilution  step  converting  denative  to  native  conditions.  However,  as  all  proteins 
were  found  deattached  from  the  support  after  this  step  it  was  speculated  that  the 
interactions  between  HAT‐  and  the  IDA  ligand  had  been  too  weak  to  handle  the 
transition  in  the  assembly  buffer  and  the  associated  pH  value  of  6.  It  was  concluded 
based  on  the  obtained  results,  that  this  approach  had  failed  to  deliver  the  intended 
outcome. The second strategy involved the Maltose Binding Protein tag (MBP) and >10 




recovered,  while  only  traces  of    could  be  seen  if  no  preliminary  binding  had  been 
performed. However, the binding capacity of the support was found to be very low and 
despite the use of highly sensitive HPLC analysis, no ATP hydrolyzing activity could be 
established.  Attempts  to  promote  assembly  using  biotinylated  mPVA  particles  and 
Streptavidin fused subunits were also conducted however this support appeared to bind 








may  suggest  that  these were  organized  and  assembled  into  specific  structures  by  the 
support. Formation of complexes was never observed, in free solution and never while 
using  the  amylose  coupled  magnetic  beads,  which  suggests  that  the  biotin‐mPVA 
support may have served as catalyst in the process. Despite the failure of the support as 
an  affinity  type  adsorbent,  the  observation  that  immobilized  subunits  could,  to  some 
extent,  be modified  by  site‐specific  digestion  using  the  AcTEV  enzyme  indicated  that 
adsorption  had  occurred  at  the  surface.  The  fraction  of  subunits  which  remained 
unmodified could be explained by simple  inaccessibility caused by steric hindrance, or 





In  this  study,  several  reports  in  the  literature  were  investigated  to  gain  an 
understanding  of  the  previous  successful  expression  of  the  F1‐ATPase  associated 
subunits.  However,  despite  this,  the  expression  and  the  ability  to  obtain  functional 
complexes still remained a simple question of trial and error as no tool exist which can 
predict the impact and the outcome. As the choice of tags used in this study was, to some 
extent  governed  by  the  available  magnetic  supports  and  ligands  coupled  to  these, 










assembled  on  the  surface  of  magnetic  supports  from  the  individual  recombinant 
subunits. This evidence was obtained by SDS‐PAGE analysis of the fractions from elution 















in which activity was measured  in  this  chapter)  slow refolding/assembly occurred via 
the  gradual  replacement  of  the  denaturing  buffer  through  dialysis.  Dialysis  allows 
gradual reduction of pH and a slow introduction of  important compounds such as ATP 
and Mg2+, which are known to promote ATPase assembly. In contrast the approach used 
in  connection  with  assembly  on  the  magnetic  beads  involved  a  more  rapid  and  less 
gentle  method  by  which  one  buffer  was  replaced  by  another  through  a  magnetic 
separation step and conversion from denatured to native state occurred rapidly. Given 
that  refolding  and  unwanted  aggregate  formation  in  general  are  described  by  higher 
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using magnetic  supports  can be  conducted  continuously,  and  it  is  expected  that when 
new  types  of  HGMF  separators  become  commercially  available  (currently  in 
development elsewhere),  truly continuous processes will be a reality. A common issue 
that needs to be addressed for any process using magnetic particles is the suitability of 
the  base  magnetic  support  itself  for  the  process  (e.g.  sterilisability,  corrosion 
compatibility with buffers and reagents, reactivity with chemicals) as well as the means 
of  attaching  the  proteins  to  them.  Suitable  types  of  base  particle  can  most  likely  be 
developed with  relative  ease  and  can  be  expected  to  be  rather  generic,  however  it  is 
expected that the protein attachment mechanism may prove more of a challenge, being 
much more process specific. 
HGMF processing  can  be  used  to  selectively  remove  trace  amounts  of  troublesome 
proteases directly from a fermenter during a cultivation. This can be done with minimal 
effect  on  the  fermentation  itself  and  no  obvious  effects  on  the  bacterial  cells.  The 
stability  of  protein  product  of  interest  can  be  dramatically  enhanced  by  the  process. 
Whilst  a  spiked  model  protein  was  used  in  the  current  studies,  the  principles 
demonstrated here are adaptable to  fermentations with other organisms and products 
of  interest.    Further  work  should  be  aimed  at  demonstrating  the  performance  of  the 
approach  in  a  genuine  fermentation  process  experiencing  real  product  stability 
problems.  Given  that  low  amounts  of  adsorbent  are  required,  this  could  be 
demonstrated at pilot scale with little difficulty.  
Controlled  semi‐continuous  PEGylation  of  proteins  is  possible  using  magnetic 






the  modification  of  other  proteins  with  other  types  of  chemicals,  polymers  and 
substrates. A very small scale process was demonstrated in the current work, in which 
staggered herring bone mixing systems were used and flow rates were in the microliter 





The  use  of  a magnetic  support  based  strategy  for  in  vitro  assembly  of  a  biological 
complex was  demonstrated.  Evidence  for  the  assembly  of  the  F1‐ATPase  on magnetic 
supports from individual subunits was found, although activity could not be conclusively 
shown.  It  is  nevertheless  concluded  that  the  overall  concept  of  an  assembly  line  for 
biological complexes, nano‐engines etc based on magnetic supports has merit, and that 
further work should be conducted  to conclusively prove  the principle. Given  the work 











during  a  fermentation process was  very  successfully demonstrated  in  chapter 2 using 
Bacillus  cultures  and  spiked  BSA.  The  next  natural  step  in  the  development  of  the 
application would be to demonstrate the stabilization of a recombinant heterologously 
expressed protein and thus to show a more realistic system. One example could be the 
expression of a pharmaceutically  interesting peptide  like  insulin, which  is  traditionally 
produced using genetically modified strains of Saccharomyces cerevisiae or Escherichia 
coli.  It  is  highly  likely  that  a  process  involving  expression  of  insulin  and  subsequent 
secretion to the medium using an unmodified Bacillus strain would result in degradation 
and  thus  seriously  impact  the  yield  and  the  quality  of  the  product.  Through  a 




collection  strategies  should  be  examined.  This  should  encompass  a  study  of  how  the 
number of  adsorbent addition and  recoveries made can be used  to  further extend  the 
stabilization of the protein. Additionally, the recovery of the adsorbent directly from the 
fermenter  via  a  recirculation  loop, which  fed  the broth directly back  to  the  fermenter 
should  be  tested  (figure  5.1),  rather  than  the  approach  used  in  the  current  work,  in 
which the broth was collected in an intermediate vessel. New magnetic separators such 
as  the  centrifuge‐based HGMS  system  (Stolarski  et  al.,  2008)  briefly  described  earlier, 











large  scale  is  obtaining  an  appropriate  adsorbent,  which  is  highly  selective  for  the 
proteases causing the problems. In the current work, a broad spectrum serine protease 
binding ligand was used, and this should be considered as the first choice for developing 
a  process  for  a  genuine  fermentation  problem.  However,  it  is  realised  that  ligand 
screening  and  perhaps  ligand  development  may  be  required  for  other  fermentation 
systems, which  secrete different  types of protease. An additional  consideration before 
implementation in pilot and large scale processes is the ability to adequately sterilise the 














presented  in  chapter  3  was  associated  with  the  scale  of  the  system  and  the  need  to 
obtain  sufficient  mixing,  rather  than  the  application  itself.  The  mixing  challenge  was 
especially problematic during the PEGylation process due to differences  in viscosity of 






extension  of  the  process  with  a  system  like  the  centrifuge‐based  HGMS  is  shown  in 
figure 5.2 
 
Figure  5.2:  True  continuous magnetic  separation  using  a  rotating matrix  centrifuge.  The  figure 
illustrates  a  process  for  the  separation  and  elution  steps  as  a  continuous  process  based  on  the 
implementation  of  rotational  matrix  centrifuge  based‐HGMS  technology  (see  Stolarski  et  al.,  2008).  A 
possible implementation could be envisioned in the following way: After the PEGylation step the magnetic 
support  would  proceed  to  the  first  separation  step,  during  which  the  supernatant  resulting  from  the 
PEGylation step would be replaced with PEG buffer. The next process would be washing step aimed at the 
removal  of  any  trace  amount  of  PEG,  followed  by  a  new  separation  procedure.  The  separated  support 
would  this  time be  resuspended  in elution buffer  ensuring  release of  the  formed conjugates during  the 
subsequent  retention  period.  Finally  during  the  last  process  step  the  magnetic  support  would  be 














attempted here  is  the  speed  by which  the  conditions  are  changed  from denaturing  to 
native. The  traditional  approach has been  through  the use of dialysis which ensures a 
slow exchange of  the buffers and  thus a slow conversion  to  the native conditions. The 
rapid nature of the approach implemented here may have contributed to the difficulty in 
measuring  activity  of  the  complex  by  promoting  misfolding  of  the  subunits  and  thus 
failure to achieve formation of active F1‐ATPase. The rapid dilution procedure however, 





chosen,  were  to  some  extent  governed  by  which  magnetic  supports  were  available. 
However,  it  does  seem  clear  that  the  use  of  a  full  sized  streptavidin  tag  and  biotin 
ligands was not  suitable due  to  the  extreme affinity  and  tendency  to  form multimeric 
complexes. The traditional use of the streptavidin/biotin systems is somewhat different 
to that used in this study, as the protein is usually immobilized on the support while the 
target molecules are biotinylated. However, due  to  the  random nature of biotinylation 
caused by  linking chemistry which results  in positional  isomers on a protein, and thus 
the lack of control over subunit orientation, the approach was abandoned. Instead future 











































  The appendix  section contains  supplementary materials  connected  to  the research 
chapters  (chapter 3 and 4). Appendix A describes schematically how the batch part of 
the  semi‐continuous  PEGylation  system, which  included  separation,  wash  and  elution 
steps were operated. 
  Appendix  B  introduces  two  earlier  PEGylation  systems  on  which  the  system 
presented  in  chapter  3  is  based.  The  systems  are  described  and  studied  and  a  short 
conclusion is made on the basis of the collected results. 
The  contents  of  appendix  C  are  connected  to  chapter  4  and  contain  additional 
materials  associated  with  the  preparation  of  the  vector  constructs,  which  served  as 
carriers of the DNA encoding the manipulated F1‐ATPase genes. This material  includes 
analysis  of  the  plasmids  using  endonucleases  (Restriction  Fragment  Length 
Polymorphism),  restriction  maps  and  more  detailed  information  on  the  purification 
process of the F1‐ ATPase subunits, including chromatograms and SDS‐PAGE analysis. 
The  last  appendix,  denoted  D,  includes  a  peer‐reviewed  paper,  which  describes  a 
novel  approach  to  in  situ  removal  of  a  peptide  product  based  on  the  use  of magnetic 
supports and  the concept of High Gradient Magnetic Fishing. The research  included  in 
the  paper  was  primarily  carried  out  by  Tobias  Käppler  and  Martin  Cerff  under  the 
supervision  of  Professor  Clemens  Posten  at  the  University  of  Karlsruhe,  Germany, 








6.1 Appendix A: Operations of the batch mode steps of the HGMF PEGylation system   Schematic  figures  showing  each  of  the  batch  mode  steps  included  in  the  HGMF‐


































Step 1: Initial capture of processed magnetic support
The processed support including the bound PEGylated protein is lead through an activated
High Gradient Magnetic Separator and is captured while the supernatant is discarded. This
step is maintained through the continuous part of the PEGylation process.
























Step 2: Loading of washing buffer (Wash)
The system loop is loaded with washing buffer (5 loop-volumes of PEGylation buffer 4) while 
the magnet is kept on during the process.
























Step 3: Washing of support (Wash)
Magnet is turned off and the flow is reversed. The washing buffer and the released magnetic 
support is circulated for 5 minutes at 20 ml/min.
























Step 4: Recapture of magnetic support (Wash).  
Flow is reversed and the rate is lowered to 5 ml/min and the magnetic is switch on. The step 































Step 5: Final removal of washing buffer (PEG 4 buffer)
The washing buffer is forced out by slowly pumping in air into the system.
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Step 6: Loading of Elution buffer
Alternative loading path is used and the system is loaded with 10 ml elution buffer.
6























Step 7: Elution of PEGylated conjugates.
The magnet is switched off and the pump set at maximum speed (20 ml/min) and the liquid is
pumped around the system for 5 minutes ensuring elution of the reversibly immobilized
conjugates.























Step 8: Support is recaptured
The magnetic is switch on, the flow reversed at 2 ml/min for approximately 5 minutes and the



































Step 9: Collection of conjugates.
The eluted conjugates is forced out by pumping in air and collected. Optional repeat of the 
elution step (step 6-9).
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Step 10: System regeneration - Loading of PEG4 buffer
























Step 11: Release of the magnetic support
The magnet is switched off, the pump flow reversed and set at maximum speed (20 ml/min). 
























Step 12: Recovery of the magnetic support.
The pump is decreased to 2 ml/min and the released magnetic support is forced out of the








6.2 Appendix B: 1st and 2nd generation semi­continuous PEGylation systems Prior  to  the  assembly  of  the  HGMF‐based  semi‐continuous  PEGylation  system 
presented in chapter 3, two prototype systems, denoted generation one and two, were 









with  a  1 mm  diameter  attached  to  a wooden  support  and  included  45  ninety  degree 
turns  corresponding  to  one  positioned  at  every  22  mm.  To  promote  delivery  of  the 
reagents two 1 ml samples loops were connected to the kinked pipe reactor via motor 
valves (MV‐7, Pharmacia). To ensure a smooth flow through the system, two reciprocal 
pump  systems  (P‐500,  Pharmacia,  discontinued GE Healthcare,  Chalfont  st.,  Giles,  UK) 





the  adsorption  process  was  5.5  meters,  while  9  meters  was  employed  during  the 
PEGylation  step,  resulting  in  residence  times  of  5.1  and  7.9 minutes,  respectively.  To 
monitor  the  progress  of  the  magnetic  support  travelling  through  the  system,  UV 
detectors were placed before  the  kinked pipe  reactor  and  at  the process  exit  point. A 



















Figure B1.1:  Schematic presentation of  the  first  generation PEGylation  system. The  system was 
built  around  the  use  of  a  kinked  pipe  reactor  design  based  on  Ferré  (2005).  During  analysis  of  the 
adsorption step, the length of the retention tube was 5.5 meters, while a 9 meter tube was used during 
investigations of the PEGylation step. Pump speed was set at 2x 0.5 ml/min resulting in process times of 





were  filled  with  either  4  mg/ml  magnetic  support  or  a  trypsin  solution  with  a 
concentration  ranging  from 0  to  4 mg/ml.  All  concentrations were  diluted  2‐fold  as  a 
consequence of the flow merger and through the readings obtained by the UV units, the 
appropriate timing of sampling was determined6. Collection of  the processed magnetic 
support  was  performed  using  a  microtube  placed  in  a  magnetic  rack  and  after  30 
seconds sampling, the collected product was immediately spun using a centrifuge for 30 
seconds at 13000 rpm, and a pipette used to secure a sample. The protein concentration 



























Figure B1.2:  Adsorption  isotherm  obtained  for 
the  first  generation  PEGylation  system.  The 
protein  concentrations  were  collected  using  the 
BCA method (see materials and method chapter 2) 
and  the  data  points  were  fitted  to  the  Langmuir 







  mg/g  StdErr  mg/ml  StdErr  µM  StdErr  l/g 
1. gen  133,9  5,78  0,066  0,016  2,8  0,7  2,0 






As can seen  in  figure B1.2  the performance of  the adsorption step using  the kinked 
pipe reactor system delivered a result, which gave a  lower maximum binding capacity 
(Qmax)  compared  to  the  reference.  However  the  dissociation  constant  (kd)  was  much 








described  above  fort  the  study  of  adsorption.  1  ml  of  the  processed  conjugates  was 
collected in a 15 ml falcon tube, which prior to the sampling, was filled with 10 ml PEG2 
buffer, serving to dilute the reaction. The samples were subsequently placed along a bar 
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Figure B1.3:  SDS­PAGE  analysis  of PEG  conjugates prepared.  Left:  PEGylated  trypsin 
conjugates  prepared  using  the  kinked  pipe  reactor  system  and  a  retention  time  of  7.9 







system  had  failed  to  deliver  the  expected  results.  As  compared  to  the  reference 
microtube based, 20 times higher concentrations of SC‐mPEG were needed to achieve a 
comparable PEGylation profile when the reaction was performed using the kinked pipe 
reactor  based  system.  This  result  was  far  from  that  expected  and  the  most  likely 
explanation  for  the  poor  performance  of  the  PEGylation  step  is  that  the  kinked  pipe 




better  mixing  was  needed  to  perform  this  step  efficiently.  In  addition  to  the  short 
comings  of  the  kinked  pipe  reactor  system,  the  general  approach  using  reagents 
contained in sample loops was also found to be problematic. As the reagents are driven 
into the system by the buffer travelling behind the mixture, a dilution occurs. This notion 


























































enhance  the  reactions.  To  achieve  this  goal,  a  second  generation  setup was  designed 
around  the  use  of  silicon  chip  based  mixer  units  (SCM),  prepared  and  designed  by 
Torsten Lund‐Olesen (Department of Micro and Nanotechnology, Technical University of 
Denmark).  The  SCM  units,  originally  used  as  part  of  a  lab‐on‐chip  related  study, 
incorporated  staggered  herringbone  structures  aimed  at  achieving  turbulent  flow 
(mixing) at  low flow rates. Further reading on  the design and testing may be  found  in 
Lund‐Olesen  (2008).  The  second  generation HGMF‐based  PEGylation  system was  also 
simplified  as  compared  to  the  first  generation.  The  previously  employed  Pharmacia 
motor valves, reciprocal pumps and sample loops were replaced by a dual syringe pump 
based  supply  system  (Harvard  Syringe  pump  22,  Harvard  Apparatus,  84  October  Hill 
Road,  Holliston, Massachusetts    01746,  USA).  To  ensure  a  uniform  distribution  of  the 
magnetic  support  contained  in  the  syringe and  thus  an even  supply,  glass beads were 
added  and  the dual  syringe pump was placed on  a  shaking  table. To  counter  clogging 
Figure  B1.4:  The  first 
generation  PEGylation 
system.  Left:  Close  up  of  the 
kinked  pipe  reactor  prepared 


























even  distribution  of  the magnetic  supports  in  the  supply  syringes,  glass  beads were  included  in  the 
syringe  and  the  setup  was  placed  on  a  shaking  table.  In  addition  to  this,  an  ultrasonic  bath  was 
employed to avoid clogging of the chip based mixing system. 
 





using  4  mg/ml  magnetic  support  and  various  concentrations  of  trypsin,  and  the 
pumping speed was adjusted to 113 µl/min resulting in a combined flow of 226 µl/min. 
To  achieve  sufficient  residence  time,  the  SCM  unit  was  attached  to  150  cm  of  Teflon 
tubing  with  a  1  mm  diameter  giving  rise  to  a  process  time  of  5.2  minutes.  Sample 
collection was continued for 5 minutes at the exit by directing the liquid down the side 
of  a  15  ml  tube  attached  to  a  bar  magnetic,  resulting  in  a  rapid  separation  of  the 


























BCA  method  (see  materials  and  method  chapter 
2) and the data points were fitted to the Langmuir 
equation.  Below  is  listed  the  derived  Langmuir 








  mg/g (StdErr)  mg/ml (StdErr)  µM (StdErr)  l/g 
2. gen  154.1 (4.46)  0.053 (0.008)  2.2 (0.3)  2.9 




as  compared  to  the  first  generation  setup  (see  figure  B1.2)  and  the maximal  binding 
capacity was found to be 154.1 mg/g in contrast to 134 mg/ml for the first generation,. 
The second generation system had a capacity equivalent to 90% of the value observed 
for  the  reference  system  in microtubes well  shaken  for 5 minutes.  In  addition  to  ,  the 
dissociation  constant  (kd)  was  found  to  be  similar  to  the  value  obtained  for  the  first 
generation setup. Furthermore the tightness of binding was found to be almost 3 times 
greater  than  the  corresponding  reference  sample  and approximately 50% higher  than 
for the first generation system. These results all appeared to indicate that the SCM units 
had performed the task of mixing better, as compared to the kinked pipe reactor design 








the  SCM  unit.  In  addition  to  this  5 ml/min  buffer was  supplied  by  a  reciprocal  pump 
system  (P‐500,  Pharmacia,)  at  the  exit  point  of  the  retention  tubing.  This  step  was 
included  to  ensure  a  rapid  10‐fold  dilution  of  the  mixture  serving  to  slow  down  the 
PEGylation  reaction  during  the  separation  step.  The  PEGylation  process  was 
C* (µM)
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40 mg/ml  SC‐PEG were  two  bands  seen,  relating  to  PEGylated  trypsin  and  this  result 
should be compared to the reference gel where as many as 4 four bands corresponding 
to  conjugates  may  be  identified.  Even  though  the  results  obtained  for  the  second 
generation process design were clearly an  improvement with  regards  to performance, 
the system still remained inferior as compared to reference results. As it was clear that 
the Staggered Herringbone structures included in the SCM units could achieve the flow 
mixing needed,  the most  likely reasons why  the system  failed  to deliver better  results 
were connected to the fact that mixing was limited to the initial parts of the process (i.e. 




















concentrations  of  magnetic  support  employed,  and  even  though  the  ultrasonic  bath 
clearly help to solve the problem, a smooth running process was never really obtained. 














































strategy aimed at proving an easy one  step purification of proteins,  the best  choice  in 
most cases is to employ affinity chromatography. If no natural receptor or binding site is 
present  in  the  protein  in  question  it  becomes  necessary  to  introduce  an  affinity  tag 
through DNA manipulation. The right choice of tag and the location within the primary 
sequence may subsequently affect activity of the produced recombinant protein due to 
negative  effects  on  folding,  stability,  solubility,  interactions with  substrates  and  other 
proteins, as well as on the expression, both at the transcriptional and translational level. 
However, as the effects on the integrity of a given target protein, caused by changes to 
the primary sequence, may be difficult  to predict getting  it  right  is often a question of 
trial and error. 
Several  naturally  existing,  as  well  as  modified  commercial  affinity  purification 









Several  reports  in  the  literature  describe  successful  expression  and  subsequent 
assembly of functional ATP hydrolysing activity prepared from subunits carrying either 

















  and  .  The  choice  of  the  HAT‐tag  over  the more  traditionally  used  HIS6‐10  tags was 
mainly based on the report that this HAT provides additional solubilisation effects when 




was  decided  to  include  a  native  ‐subunit  in  the  study.  As  overexpressed  ‐subunit  is 




As was  the case with  the ,   and   it has been reported  that successful expression 
and complex reconstruction using both the ‐ and ‐subunit n‐terminally fused to the 26 
kDa  GST  tag  has  been  achieved  (Shin  et  al.,  1996).  Detailed  investigations  of  the 
structure of these subunits has revealed that despite the importance of the N‐terminal as 
the physical link to other subunits truncations appeared to have little effect on activity of 
expressed  complexes  (Ni  et  al.,  2004;  Shi  et  al.,  2001).  On  the  other  hand  Keis  et  al. 
(2006)  found  that  truncation of  the N‐terminal of  the   resulted  in  loss of activity and 
similar results were reported by Ni et al. (2004) for the ‐subunit.  
The choice of the tag used in connection with ‐ and ‐subunit was based on several 
considerations.  Firstly  the  availability  of  magnetic  supports  naturally  played  a  role. 
However,  the  choice  of  the Maltose  Binding  Protein  tag  (MBP)  and  Streptavidin were 
also intended, together with the HAT‐tag used for the ,  and , to form a wide selection 







on  streptavidin  being  coupled  to  the  support,  while  biotin  is  attached  to  the  target 
protein. However, this approach makes it very difficult to control the orientation of the 
adsorbed  protein  due  to  the  relatively  crude  biotinylation  coupling  chemistries 
available. The ability to control the physical orientation of the protein, however is much 





































Figure  C1.1:  EtBr  stained 
agarose gel displaying a RFLP 
analysis  of  pTwin1  (pT)  and 
pTwin­HAT.  The  analysis  was 
performed  using  NdeI  and 








showing  the  result  of  a 





as  a  double  digest  using 
NdeI  and  BamHI. 
Restriction  maps  are 
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Figure  C1.3:  EtBr  stained 
agarose  gel  displaying  a 
comparable  RFLP  analysis 
of pTwin1  (pT) and pTwin­
HAT(pT).  The  analysis  was 
performed  using  NdeI  and 
BamHI.  Restriction  maps  are 
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Figure C1.4: EtBr  stained agarose gels  showing  the  result of SOE by PCR performed 
between the MBP­SA encoding fragment and subunits  or . Lanes marked with ,  or 










































































ScaI - 446 - AGT'ACT
PvuI - 558 - CG_AT'CG
FspI - 704 - TGC'GCA
SwaI - 1099 - ATTT'AAAT
PsiI - 1196 - TTA'TAA
AloI - 1258 - GGAnnnnnnGTTCnnnnnnn_nnnnn
AloI - 1290 - GAACnnnnnnTCCnnnnnnn_nnnnn'
DraIII - 1324 - CAC_nnn'GTG
AlwNI - 1901 - CAG_nnn'CTG
PciI - 2310 - A'CATG_T
BstZ17I - 2482 - GTA'TAC
Tth111I - 2507 - GACn'n_nGTC
AfeI - 3196 - AGC'GCT
KasI - 3459 - G'GCGC_C
NarI - 3460 - GG'CG_CC
SfoI - 3461 - GGC'GCC
BbeI - 3463 - G_GCGC'C
HpaI - 3596 - GTT'AAC
EcoRV - 3652 - GAT'ATC
BssHII - 3687 - G'CGCG_C
PspOMI - 3891 - G'GGCC_C
ApaI - 3895 - G_GGCC'C
BstEII - 3916 - G'GTnAC_C
PmeI - 5609 - GTTT'AAAC
BsaBI - 5622 - GATnn'nnATC - dam methylated!
XbaI - 5683 - T'CTAG_A
NdeI - 5723 - CA'TA_TG
NheI - 5971 - G'CTAG_C
BmtI - 5975 - G_CTAG'C
BseRI - 6234 - GAGGAGnnnnnnnn_nn'
FalI - 6263 - AAGnnnnnCTTnnnnnnnn_nnnnn'
NruI - 6379 - TCG'CGA
NcoI - 6410 - C'CATG_G
NotI - 6417 - GC'GGCC_GC
EcoRI - 6424 - G'AATT_C
PspXI - 6430 - vC'TCGA_Gb
XhoI - 6430 - C'TCGA_G
SpeI - 6462 - A'CTAG_T
AlfI - 6592 - GCAnnnnnnTGCnnnnnnnnnn_nn'
BsiWI - 6628 - C'GTAC_G
ZraI - 6690 - GAC'GTC
AatII - 6692 - G_ACGT'C
BsmI - 6769 - GAATG_Cn'
SacII - 6801 - CC_GC'GG
SgrAI - 6958 - Cr'CCGG_yG
AgeI - 7048 - A'CCGG_T
StuI - 7064 - AGG'CCT
PstI - 7232 - C_TGCA'G
BamHI - 7239 - G'GATC_C
BlpI - 7292 - GC'TnA_GC





































NdeI - 24 - CA'TA_TG
<== HAT-R - 27 - Tm=81.5°C
BseRI - 74 - GAGGAGnnnnnnnn_nn'
==> HAT-F - 109 - Tm=81°C
NotI - 111 - GC'GGCC_GC
EcoRI - 118 - G'AATT_C
PspXI - 124 - vC'TCGA_Gb
XhoI - 124 - C'TCGA_G
SapI - 138 - GCTCTTCn'nnn_
SpeI - 156 - A'CTAG_T
BsrGI - 311 - T'GTAC_A
BsiWI - 322 - C'GTAC_G
ZraI - 384 - GAC'GTC
AatII - 386 - G_ACGT'C
BsmI - 463 - GAATG_Cn'
BtgI - 492 - C'CryG_G
SacII - 495 - CC_GC'GG
SgrAI - 652 - Cr'CCGG_yG
AgeI - 742 - A'CCGG_T
StuI - 758 - AGG'CCT
MfeI - 817 - C'AATT_G
PstI - 926 - C_TGCA'G
BamHI - 933 - G'GATC_C
BlpI - 986 - GC'TnA_GC
EcoO109I - 1013 - rG'GnC_Cy
BspEI - 1063 - T'CCGG_A
ScaI - 1515 - AGT'ACT
PvuI - 1627 - CG_AT'CG
FspI - 1773 - TGC'GCA
SwaI - 2168 - ATTT'AAAT
PsiI - 2265 - TTA'TAA
AloI - 2327 - GGAnnnnnnGTTCnnnnnnn_nnnnn'
AloI - 2359 - GAACnnnnnnTCCnnnnnnn_nnnnn'
DraIII - 2393 - CAC_nnn'GTG
AlwNI - 2970 - CAG_nnn'CTG
PciI - 3379 - A'CATG_TBstZ17I - 3551 - GTA'TAC
Tth111I - 3576 - GACn'n_nGTC
AfeI - 4265 - AGC'GCT
PshAI - 4326 - GACnn'nnGTC
KasI - 4528 - G'GCGC_C
NarI - 4529 - GG'CG_CC
SfoI - 4530 - GGC'GCC
BbeI - 4532 - G_GCGC'C
HpaI - 4665 - GTT'AAC
EcoRV - 4721 - GAT'ATC
BssHII - 4756 - G'CGCG_C
PspOMI - 4960 - G'GGCC_C
ApaI - 4964 - G_GGCC'C
BstEII - 4985 - G'GTnAC_C
BclI - 5153 - T'GATC_A - dam methylated!
PmeI - 6678 - GTTT'AAAC
BsaBI - 6691 - GATnn'nnATC - dam methylated!
XbaI - 6752 - T'CTAG_A
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NdeI - 7 - CA'TA_TG
<== HAT-R - 10 - Tm=81.5°C
BseRI - 57 - GAGGAGnnnnnnnn_nn'
==> HAT-F - 92 - Tm=81°C
NotI - 94 - GC'GGCC_GC
EcoRI - 107 - G'AATT_C
==> HAT-Fw - 124 - Tm=66.1°C
BaeI - 175 - ACnnnnGTAyCnnnnnnn_nnnnn'
BaeI - 208 - GrTACnnnnGTnnnnnnnnnn_nnnnn'
PspXI - 294 - vC'TCGA_Gb
XhoI - 294 - C'TCGA_G
BsiWI - 331 - C'GTAC_G
AjuI - 376 - CCAAnnnnnnnTTCnnnnnnn_nnnnn'
AjuI - 408 - GAAnnnnnnnTTGGnnnnnn_nnnnn'
SfiI - 409 - GGCCn_nnn'nGGCC
ClaI - 637 - AT'CG_AT
SnaBI - 726 - TAC'GTA
SapI - 730 - GCTCTTCn'nnn_
SacII - 854 - CC_GC'GG
BmgBI - 945 - CAC'GTC
PmlI - 1005 - CAC'GTG
BstBI - 1498 - TT'CG_AA
SalI - 1521 - G'TCGA_C
<== A-Rv - 1621 - Tm=56.5°C
BamHI - 1641 - G'GATC_C
BlpI - 1694 - GC'TnA_GC
StyI - 1716 - C'CwwG_G
EcoO109I - 1721 - rG'GnC_Cy
BspEI - 1771 - T'CCGG_A
ScaI - 2223 - AGT'ACT
PvuI - 2335 - CG_AT'CG
BsaI - 2638 - GGTCTCn'nnnn_
AhdI - 2704 - GACnn_n'nnGTC
SwaI - 2876 - ATTT'AAAT
DraIII - 3101 - CAC_nnn'GTG
PciI - 4087 - A'CATG_T
BstZ17I - 4259 - GTA'TAC
Tth111I - 4284 - GACn'n_nGTC
AfeI - 4973 - AGC'GCT
KasI - 5236 - G'GCGC_C
NarI - 5237 - GG'CG_CC
SfoI - 5238 - GGC'GCC
BbeI - 5240 - G_GCGC'C
EcoRV - 5429 - GAT'ATC
BssHII - 5464 - G'CGCG_C
PspOMI - 5668 - G'GGCC_C
ApaI - 5672 - G_GGCC'C
TstI - 5792 - CACnnnnnnTCCnnnnnnn_nnnnn'
TstI - 5824 - GGAnnnnnnGTGnnnnnnnn_nnnnn'
MluI - 5875 - A'CGCG_T
EcoNI - 6343 - CCTnn'n_nnAGG
PmeI - 7386 - GTTT'AAAC
XbaI - 7460 - T'CTAG_A
Fragment of PCR fragment of ATPa using HAT-Fw
/A-Rv














PmeI - 34 - GTTT'AAAC
BsaBI - 47 - GATnn'nnATC - dam methylated!
XbaI - 108 - T'CTAG_A
NdeI - 148 - CA'TA_TG
<== HAT-R - 151 - Tm=81.5°C
BseRI - 198 - GAGGAGnnnnnnnn_nn'
AlfI - 211 - GCAnnnnnnTGCnnnnnnnnnn_nn'
==> HAT-F - 233 - Tm=81°C
NotI - 235 - GC'GGCC_GC
==> BHAT-Fw - 263 - Tm=66°C
ZraI - 284 - GAC'GTC
AatII - 286 - G_ACGT'C
EcoRI - 288 - G'AATT_C
Bsu36I - 295 - CC'TnA_GG
BsiWI - 392 - C'GTAC_G
SalI - 525 - G'TCGA_C
Bpu10I - 661 - CC'TnA_GC
EcoICRI - 725 - GAG'CTC
SacI - 727 - G_AGCT'C
NruI - 741 - TCG'CGA - dam methylated!
MscI - 862 - TGG'CCA
NcoI - 916 - C'CATG_G
PstI - 1078 - C_TGCA'G
AarI - 1561 - CACCTGCnnnn'nnnn_
<== B-Rv - 1597 - Tm=54.4°C
BamHI - 1623 - G'GATC_C
BlpI - 1676 - GC'TnA_GC
EcoO109I - 1703 - rG'GnC_Cy
BspEI - 1753 - T'CCGG_A
ScaI - 2205 - AGT'ACT
BsaI - 2620 - GGTCTCn'nnnn_
AhdI - 2686 - GACnn_n'nnGTC
SwaI - 2858 - ATTT'AAAT
PsiI - 2955 - TTA'TAA
AvaI - 2972 - C'yCGr_G
BmeT110I - 2973 - Cy'CG_rG
DraIII - 3083 - CAC_nnn'GTG
PciI - 4069 - A'CATG_T
Tth111I - 4266 - GACn'n_nGTC
HpaI - 5355 - GTT'AAC
EcoRV - 5411 - GAT'ATC
BssHII - 5446 - G'CGCG_C
PspOMI - 5650 - G'GGCC_C
ApaI - 5654 - G_GGCC'C
BstEII - 5675 - G'GTnAC_C
BclI - 5843 - T'GATC_A - dam methylated!
MluI - 5857 - A'CGCG_T
BstAPI - 6181 - GCAn_nnn'nTGC
EcoNI - 6325 - CCTnn'n_nnAGG Fragment of PCR fragment of ATPB using BHAT-Fw/B-Rv






















NdeI - 29 - CA'TA_TG
<== HAT-R - 32 - Tm=81.5°C
BseRI - 79 - GAGGAGnnnnnnnn_nn'
AlfI - 92 - GCAnnnnnnTGCnnnnnnnnnn_nn'
==> HAT-F - 114 - Tm=81°C
NotI - 116 - GC'GGCC_GC
==> G-Fw - 141 - Tm=46.1°C
SnaBI - 142 - TAC'GTA
==> GHAT-Fw - 143 - Tm=70.1°C
SexAI - 353 - A'CCwGG_T - dcm methylated!
SalI - 363 - G'TCGA_C
RsrII - 571 - CG'GwC_CG
StuI - 595 - AGG'CCT
HindIII - 619 - A'AGCT_T
MscI - 829 - TGG'CCA - dcm methylated!
PstI - 905 - C_TGCA'G
<== G-Rv - 967 - Tm=63.4°C
SacII - 977 - CC_GC'GG
BplI - 978 - GAGnnnnnCTCnnnnnnnn_nnnnn'
BamHI - 985 - G'GATC_C
BlpI - 1038 - GC'TnA_GC
StyI - 1060 - C'CwwG_G
EcoO109I - 1065 - rG'GnC_Cy
BspEI - 1115 - T'CCGG_A
ScaI - 1567 - AGT'ACT
PvuI - 1679 - CG_AT'CG
BsaI - 1982 - GGTCTCn'nnnn_
AhdI - 2048 - GACnn_n'nnGTC
SwaI - 2220 - ATTT'AAAT
PsiI - 2317 - TTA'TAA
AloI - 2379 - GGAnnnnnnGTTCnnnnnnn_nnnnn'
AloI - 2411 - GAACnnnnnnTCCnnnnnnn_nnnnn'
DraIII - 2445 - CAC_nnn'GTG
PciI - 3431 - A'CATG_T
Tth111I - 3628 - GACn'n_nGTC
AfeI - 4317 - AGC'GCT
PshAI - 4378 - GACnn'nnGTC
KasI - 4580 - G'GCGC_C
NarI - 4581 - GG'CG_CC
SfoI - 4582 - GGC'GCC
BbeI - 4584 - G_GCGC'C
HpaI - 4717 - GTT'AAC
EcoRV - 4773 - GAT'ATC
BssHII - 4808 - G'CGCG_C
PspOMI - 5012 - G'GGCC_C
ApaI - 5016 - G_GGCC'C
TstI - 5136 - CACnnnnnnTCCnnnnnnn_nnnnn'
TstI - 5168 - GGAnnnnnnGTGnnnnnnnn_nnnnn'
BclI - 5205 - T'GATC_A - dam methylated!
BstAPI - 5543 - GCAn_nnn'nTGC
EcoNI - 5687 - CCTnn'n_nnAGG
PmeI - 6730 - GTTT'AAAC
XbaI - 6804 - T'CTAG_A
ATPG













NdeI - 29 - CA'TA_TG
==> G-Fw - 54 - Tm=56.5°C
SnaBI - 55 - TAC'GTA
==> GHAT-Fw - 56 - Tm=42.1°C
SexAI - 266 - A'CCwGG_T - dcm methylated!
SalI - 276 - G'TCGA_C
RsrII - 484 - CG'GwC_CG
StuI - 508 - AGG'CCT
HindIII - 532 - A'AGCT_T
MscI - 742 - TGG'CCA - dcm methylated!
PstI - 818 - C_TGCA'G
<== G-Rv - 880 - Tm=63.4°C
SacII - 890 - CC_GC'GG
BplI - 891 - GAGnnnnnCTCnnnnnnnn_nnnnn'
BamHI - 898 - G'GATC_C
BlpI - 951 - GC'TnA_GC
StyI - 973 - C'CwwG_G
EcoO109I - 978 - rG'GnC_Cy
BspEI - 1028 - T'CCGG_A
ScaI - 1480 - AGT'ACT
PvuI - 1592 - CG_AT'CG
BsaI - 1895 - GGTCTCn'nnnn_
AhdI - 1961 - GACnn_n'nnGTC
SwaI - 2133 - ATTT'AAAT
PsiI - 2230 - TTA'TAA
AloI - 2292 - GGAnnnnnnGTTCnnnnnnn_nnnnn'
AloI - 2324 - GAACnnnnnnTCCnnnnnnn_nnnnn'
DraIII - 2358 - CAC_nnn'GTG
PciI - 3344 - A'CATG_TTth111I - 3541 - GACn'n_nGTC
EagI - 4064 - C'GGCC_G
AfeI - 4230 - AGC'GCT
PshAI - 4291 - GACnn'nnGTC
KasI - 4493 - G'GCGC_C
NarI - 4494 - GG'CG_CC
SfoI - 4495 - GGC'GCC
BbeI - 4497 - G_GCGC'C
HpaI - 4630 - GTT'AAC
EcoRV - 4686 - GAT'ATC
BssHII - 4721 - G'CGCG_C
PspOMI - 4925 - G'GGCC_C
ApaI - 4929 - G_GGCC'C
TstI - 5049 - CACnnnnnnTCCnnnnnnn_nnnnn'
TstI - 5081 - GGAnnnnnnGTGnnnnnnnn_nnnnn'
BclI - 5118 - T'GATC_A - dam methylated!
BstAPI - 5456 - GCAn_nnn'nTGC
EcoNI - 5600 - CCTnn'n_nnAGG
PmeI - 6643 - GTTT'AAAC























XbaI - 30 - T'CTAG_A
NdeI - 70 - CA'TA_TG
==> MBP-SA-Fw - 99 - Tm=47°C
BglII - 434 - A'GATC_T
BmgBI - 617 - CAC'GTC
BsmI - 695 - GAATG_Cn'
NcoI - 1036 - C'CATG_G
EcoRI - 1185 - G'AATT_C
SfiI - 1263 - GGCCn_nnn'nGGCC
SexAI - 1281 - A'CCwGG_T - dcm methylated!
SacII - 1321 - CC_GC'GG
AgeI - 1392 - A'CCGG_T
PmlI - 1495 - CAC'GTG
<== MBP-SA-Rv - 1700 - Tm=77.8°C
==> D-Fw - 1768 - Tm=71.6°C
BplI - 1901 - GAGnnnnnCTCnnnnnnnn_nnnnn'
AarI - 2044 - CACCTGCnnnn'nnnn_
BbvCI - 2062 - CC'TCA_GC
Bpu10I - 2062 - CC'TnA_GC
NruI - 2109 - TCG'CGA
ClaI - 2170 - AT'CG_AT
<== D-Rv - 2257 - Tm=59°C
BamHI - 2280 - G'GATC_C
EcoO109I - 2360 - rG'GnC_Cy
ScaI - 2862 - AGT'ACT
FspI - 3120 - TGC'GCA
AhdI - 3343 - GACnn_n'nnGTC
SwaI - 3515 - ATTT'AAAT
AvaI - 3629 - C'yCGr_G
BmeT110I - 3630 - Cy'CG_rG
PciI - 4726 - A'CATG_T
BstZ17I - 4898 - GTA'TAC
Tth111I - 4923 - GACn'n_nGTC
PshAI - 5673 - GACnn'nnGTC
HpaI - 6012 - GTT'AAC
EcoRV - 6068 - GAT'ATC
PspOMI - 6307 - G'GGCC_C
ApaI - 6311 - G_GGCC'C
TstI - 6431 - CACnnnnnnTCCnnnnnnn_nnnnn'
TstI - 6463 - GGAnnnnnnGTGnnnnnnnn_nnnnn'
MluI - 6514 - A'CGCG_T
EcoNI - 6982 - CCTnn'n_nnAGG













la c  ope
pTWIN1-MBP-SA-Epsilon
7955 bp
XbaI - 16 - T'CTAG_A
NdeI - 56 - CA'TA_TG
==> MBP-SA-Fw - 85 - Tm=47°C
BsiWI - 351 - C'GTAC_G
BglII - 420 - A'GATC_T
BmgBI - 603 - CAC'GTC
EcoRI - 1171 - G'AATT_C
SfiI - 1249 - GGCCn_nnn'nGGCC
SexAI - 1267 - A'CCwGG_T - dcm methylated!
SacII - 1307 - CC_GC'GG
AgeI - 1378 - A'CCGG_T
PmlI - 1481 - CAC'GTG
AleI - 1603 - CACnn'nnGTG
<== MBP-SA-Rv - 1686 - Tm=77.8°C
==> E-Fw - 1751 - Tm=74.6°C
ZraI - 1752 - GAC'GTC
AatII - 1754 - G_ACGT'C
SapI - 2030 - GCTCTTCn'nnn_
Bpu10I - 2075 - CC'TnA_GC
AsiSI - 2105 - GCG_AT'CGC
<== E-Rv - 2125 - Tm=58.9°C
BamHI - 2152 - G'GATC_C
EcoO109I - 2232 - rG'GnC_Cy
ScaI - 2734 - AGT'ACT
FspI - 2992 - TGC'GCA
AhdI - 3215 - GACnn_n'nnGTC
SwaI - 3387 - ATTT'AAAT
AvaI - 3501 - C'yCGr_G
BmeT110I - 3502 - Cy'CG_rG
PciI - 4598 - A'CATG_T
AccI - 4769 - GT'mk_AC
BstZ17I - 4770 - GTA'TAC
PshAI - 5545 - GACnn'nnGTC
HpaI - 5884 - GTT'AAC
EcoRV - 5940 - GAT'ATC
PspOMI - 6179 - G'GGCC_C
ApaI - 6183 - G_GGCC'C
BstEII - 6204 - G'GTnAC_C
TstI - 6303 - CACnnnnnnTCCnnnnnnn_nnnnn'
TstI - 6335 - GGAnnnnnnGTGnnnnnnnn_nnnnn'
MluI - 6386 - A'CGCG_T
EcoNI - 6854 - CCTnn'n_nnAGG
PmeI - 7897 - GTTT'AAAC
SA
MBP























Figure  C1.6:  Purification  of  the  HAT­  subunit  using  Nickel  charged  Sepharose  Fast  flow.  (A) 
Chromatogram  prepared  by  measurement  of  the  protein  contents  in  the  isolated  fractions.  The 
corresponding  pH  values  are  shown  in  red.  (B)  Reduced  SDS‐PAGE  analysis  showing  the  contents  of 














Figure  C1.7:  Purification  of  the  HAT­  subunit  using  Nickel  charged  Sepharose  Fast  flow.  (A) 
Chromatogram  prepared  by  measurement  of  the  protein  contents  in  the  isolated  fractions.  The 
corresponding  pH  values  are  shown  in  red.  (B)  Reduced  SDS‐PAGE  analysis  showing  the  contents  of 














Figure  C1.8:  Purification  of  the  HAT­  subunit  using  Nickel  charged  Sepharose  Fast  flow.  (A) 
Chromatogram  prepared  by  measurement  of  the  protein  contents  in  the  isolated  fractions.  The 
corresponding  pH  values  are  shown  in  red.  (B)  Reduced  SDS‐PAGE  analysis  showing  the  contents  of 























Figure  C1.9:  Purification  of  MS  subunit  using  Nickel  charged  Sepharose  Fast  flow  and  size 
exclusion chromatography. (A) Chromatogram prepared by measurement of the protein contents in the 
isolated  fractions  in  IMAC.  The  corresponding  pH  values  are  shown  in  red.  (B)  Reduced  SDS‐PAGE 
analysis  showing  the  contents  of  selected  samples  origination  from  the  IMAC  procedure.  The  number 
noted at the top of the gels corresponds to the numbers noted in the chromatogram. (C) Chromatogram 























Figure  C1.10:  Purification  of  MS  subunit  using  Nickel  charged  Sepharose  Fast  flow  and  size 
exclusion chromatography. (A) Chromatogram prepared by measurement of the protein contents in the 
isolated  fractions  in  IMAC.  The  corresponding  pH  values  are  shown  in  red.  (B)  Reduced  SDS‐PAGE 
analysis  showing  the  contents  of  selected  samples  origination  from  the  IMAC  procedure.  The  number 
noted at the top of the gels corresponds to the numbers noted in the chromatogram. (C) Chromatogram 

































































Structural characterization of the  interaction of  the delta and alpha subunits of  the Escherichia coli F1F0‐
ATP synthase by NMR spectroscopy. 
Biochemistry. 2005 Sep 6;44(35):11786­94. 
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